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INTRODUCTION 
 
Les premières cellules souches identifiées en 1963 par Till, McCullough et Siminovitch ont 
été isolées de la moelle osseuse et ont depuis fait l’objet de nombreuses études, si bien 
qu’elles sont maintenant utilisées en transplantation pour traiter les leucémies et les 
syndromes d’immunodéficience. Ce sont les cellules hématopoïétiques, à l’origine des lignées 
cellulaires sanguines, à savoir la lignée rouge donnant naissance aux hématies, et la lignée 
blanche qui rassemble les cellules de l’immunité. Les perspectives thérapeutiques apportées 
par cette découverte ont révolutionné la médecine actuelle. De nouvelles approches consistant 
à remplacer un stock de cellules « défaillantes » ou « malades » par des cellules ayant des 
capacités de régénération, marquent le début d’une médecine évolutive, intégrant le vivant 
aux remèdes et essayant de favoriser l’adaptation du corps aux processus pathologiques plutôt 
que de les combattre. Une médecine « darwinienne » dont l’efficacité se révèle très 
prometteuse, les essais cliniques étant de plus en plus nombreux dans le monde. A présent 
l’utilisation des cellules souches ne se cantonne plus à la lignée hématopoïétique, mais gravite 
autour de cellules souches mésenchymateuses adultes dont les capacités de 
transdifférentiation sont plus vastes, tout comme leur applications thérapeutiques qui vont des 
réparations tissulaires (ischémies, brûlures, infarctus, arthrose…), aux maladies 
dysimmunitaires (lupus érythémateux, maladie de Crohn, sclérose en plaque…). C’est ainsi 
tout un système d’interactions entre les cellules greffées et l’organisme hôte qu’il faut essayer 
de comprendre, en explorant pourquoi et comment ces entités agissent comme soutien à un 
processus positif de reconstruction et de renforcement. Cette nouvelle thérapeutique n’est 
cependant pas un remède universel et beaucoup de questions se posent encore, notamment sur 
les mécanismes d’actions et l’innocuité de tels traitements. La recherche dans ce domaine se 
développe à grands pas depuis seulement quelques décennies ; la médecine régénérative reste 
donc une discipline toute jeune, qui doit s’organiser pour déboucher à terme sur des 
autorisations de mise sur le marché de nouveaux médicaments. Cela passe par une recherche 
d’abord fondamentale, étudiant les propriétés inhérentes des cellules souches et leur biologie, 
puis par des essais pré-cliniques sur différents modèles, et enfin par une translation clinique 
vers la médecine humaine et vétérinaire. 
Dans cette étude nous développeront différentes problématiques qui peuvent toucher ce 
domaine de la science aux enjeux considérables, en nous intéressant à une population de 
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cellules souches mésenchymateuses dérivées du tissu adipeux, les ASC. Nous décrirons ainsi 
pourquoi la recherche en a fait des agents intéressants et prometteurs de la thérapie 
régénérative, et quels sont les principaux questionnements actuels autour de ce sujet d’un 
point de vue fondamental et pratique puisque la recherche est d’abord une communauté qui 
doit s’organiser pour avancer. Nous insisterons sur la nécessité de développer des outils 
adaptés pour explorer la complexité d’étude des ASC in vivo, et nous exposerons dans une 
deuxième partie expérimentale la mise au point de techniques d’identification et de tracking 
tissulaire pour le suivi post-transplantation des cellules souches d’origine humaine dans les 
tissus murins, afin de contribuer à l’apport de nouvelles méthodes d’observation qualitatives à 
la recherche et à la médecine.  
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CHAPITRE 1. LES CELLULES SOUCHES MESENCHYMATEUSES 
D’ORIGINE ADIPEUSE : INTERETS ET APPLICATIONS EN MEDECINE 
REGENERATIVE 
1.1. Choisir entre éthique et efficacité : des cellules souches embryonnaires ou 
adultes ? 
Les cellules souches sont des entités biologiques qui suscitent actuellement un engouement  
parmi la communauté scientifique. La majeure partie de la population française a déjà entendu 
parler de ces nouveaux procédés thérapeutiques destinés à guérir des maladies jusque-là 
incurables ou invalidantes. Le fait est que, outre leurs propriétés régénératives, les cellules 
souches intéressent l’opinion publique, les médias et les autorités législatives car elles 
soulèvent des questions éthiques. Pour être plus précis il faut alors parler de Cellules Souches 
« Embryonnaires » ou CSE, c’est-à-dire des cellules issues d’un embryon en cours de 
développement, dites « pluripotentes ». Elles ont en effet la capacité de se multiplier et de se 
différentier en une multitude de lignées cellulaires différentes, pouvant combler les tissus de 
n’importe quel organe et le rendre fonctionnel. Ce sont ces deux aspects « embryonnaire » et 
« pluripotentialité », qui en font l’objet de toutes les attentions : comment quelque chose 
d’aussi indispensable à la science et à la médecine, pourrait être contraire à l’éthique ?  
En France, les CSE utilisées pour la recherche sont puisées uniquement dans des embryons 
issus d’une assistance médicale à la procréation, par exemple lors d’une technique de 
fécondation in-vitro qui aura obtenu des embryons surnuméraire par rapport au nombre 
d’embryons implantés dans l’utérus de la mère. De plus, les deux parents doivent donner leur 
accord préalable pour qu’un projet de recherche puisse utiliser les cellules de leurs embryons. 
Le cadre de ces recherches utilisant les CSE est très strictement réglementé, celles-ci devant 
être autorisées par dérogation par l’Agence de la biomédecine, et communiquées aux 
ministres chargés de la santé et de la recherche. Ce n’est que depuis 2004 que la loi française 
a autorisé les recherches sur les cellules souches embryonnaires humaines, et uniquement par 
dérogation à une loi d’interdiction ; en 2011, la loi sur la bioéthique prévoit quatre critères 
pour accéder à cette dérogation : 
-La pertinence de la recherche est établie ; 
-La recherche fondamentale ou appliquée s’inscrit dans une finalité médicale ; 
-En l’état des connaissances scientifiques, cette recherche ne peut être menée sans recourir à 
ces embryons ou ces cellules souches embryonnaires ; 
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-Le projet et les conditions de mise en œuvre du protocole respectent les principes éthiques 
relatifs à la recherche sur l’embryon et les cellules souches embryonnaires.  
Ces principes éthiques sont énoncés dans le code civil, par la Loi du 6 août 2004 : 
« Nul ne peut porter atteinte à l'intégrité de l'espèce humaine. Toute pratique eugénique 
tendant à l'organisation de la sélection des personnes est interdite. Est interdite toute 
intervention ayant pour but de faire naître un enfant génétiquement identique à une autre 
personne vivante ou décédée. Sans préjudice des recherches tendant à la prévention et au 
traitement des maladies génétiques, aucune transformation ne peut être apportée aux 
caractères génétiques dans le but de modifier la descendance de la personne. » 
Ce texte fait bien mention de clonage humain, même si le terme n’est pas explicite. En 2004 
et 2005, le chercheur coréen Woo Suk Hwang a publié une série d’article dans lesquels il 
affirmait avoir créé une lignée de cellules souches dérivées d’un embryon cloné (Heyer, 
Spranger 2013). En réalité cette méthode s’apparentait à la parthénogénèse et ses données 
falsifiées ont permis le rejet de sa demande de brevet. Sa technique de création de cellules 
souches embryonnaires n’aurait cependant pas été différente de celle mise au point par le 
docteur Geron pour créer la brebis Dolly, qui lui détient le brevet du clonage.  Certains pays 
interdisent aux laboratoires d’utiliser le clonage humain -jugé contre nature- pour se fournir 
en cellules souches embryonnaires. Il n’existe que quelques personnes dans le monde au fait 
de cette technique ; l’Australie, Singapour et le Royaume-Uni autorisent la création 
d’embryons pour la recherche par la technique de transfert nucléaire d’une cellule somatique 
(SCTN = Somatic Cell Nuclear Transfer) sous conditions (Wernig et al., 2008), tandis-que 
l’Allemagne et le Canada l’interdisent, au même titre que l’utilisation simple des embryons 
pour la recherche, dont la destruction serait une offense criminelle punissable 
d’emprisonnement (Heyer, Spranger 2013).  
La recherche sur les cellules souches embryonnaires est donc, en fonction des lois régissant 
chaque pays, fortement contraignante et strictement encadrée de façon à éviter les dérives. 
Pour pallier aux restrictions et ne pas manquer de travailler sur un sujet prometteur, la 
communauté scientifique s’est penchée sur d’autres types de cellules souches, dont la source 
est nettement plus accessible, et dont la nature ne remet pas en cause le droit à l’existence : les 
cellules souches adultes (CSA). Celles-ci se trouvent dans différents tissus du corps humain, 
et sont responsables du renouvellement cellulaire de différentes lignées en fonction de leur 
origine. Par exemple les cellules souches mésenchymateuses (CSM), que l’on peut trouver 
dans la moelle osseuse ou le tissu adipeux, peuvent donner naissance à des chondrocytes, des 
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ostéocytes, des myocytes ou encore des adipocytes (Dominici et al., 2006). Néanmoins leur 
potentiel de différentiation est nettement réduit comparé à celui des cellules souches 
embryonnaire, car les CSA sont déjà orientées dans un lignage particulier. Certains 
chercheurs affirment que ces cellules dites « multipotentes » ne sont pas aussi prometteuses 
en terme de thérapeutique que les CSE, s’appuyant sur les limites à leur potentiel régénératif. 
Cependant des études récentes ont démontré leur efficacité en tant que traitement dans 
différentes affections touchant les os, le cartilage et le tissu musculaire.  
En 2006, Takahashi et Yamanaka ont fait le pari de « déprogrammer » une cellule différentiée 
en réactivant l’expression des gènes associés à la pluripotence via une translocation 
rétrovirale (Takahashi, Yamanaka 2006). Ces « cellules souches induites à la pluripotence » 
ou « iPS cells » contournent ainsi les limites posées par l’éthique,  et la simplicité du 
protocole ainsi que les premières applications en médecine régénérative comme dans la 
maladie de Parkinson (Wernig et al., 2008) ont permis de développer la méthode et d’ouvrir 
un nouveau champ de recherche. 
Quoi qu’il en soit, que l’on étudie les CSE, les CSA ou les cellules iPS, la médecine 
régénérative reste un sujet d’avenir pour la recherche médicale, et les découvertes qui sont et 
peuvent être faites sont l’espoir d’une nouvelle forme de thérapeutique longtemps fantasmée 
pour traiter les maladies graves.  
1.2. Les cellules souches mésenchymateuses et leur implication en médecine 
régénérative 
1.2.1. Qu’est-ce qu’une cellule souche mésenchymateuse ?  
D’après l’INSERM, Les cellules souches mésenchymateuses sont des cellules multipotentes, 
pouvant se différentier en un nombre limité de types cellulaires (www.inserm.fr). Elles sont 
présentes dans tout l’organisme au sein du tissu adipeux, de la moelle osseuse, des tissus de 
soutien des organes, mais également au sein des os, des cartilages, des muscles... Elles 
peuvent principalement  donner naissance à des chondrocytes, des ostéoblastes ou des 
adipocytes et secrètent des facteurs de croissance favorables aux cellules environnantes ou des 
facteurs anti-inflammatoires qui entrainent une immunosuppression locale qui protège, a 
priori, contre le rejet de greffe.  
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1.2.2. Etendue de la recherche sur les CSM 
En entrant le terme « mesenchymal stem cells » dans le moteur de recherche de publications 
scientifique PubMed, 37 889 résultats s’affichent. Ce nombre dépasse largement les 8818 
résultats pour la recherche « induced pluriporent stem cells », et témoigne de l’engouement 
actuel de la communauté scientifique pour la médecine régénérative.  
A ce jour, 542 essais cliniques utilisant des CSM sont en cours dans le monde selon le site 
clinicaltrials.gov de l’ U.S. National Institutes of Health, toute origine cellulaire confondue. 
En Europe, ce sont 125 études menées, avec une implication importante de l’Espagne et de la 
France.  
 
 
Figure 1. Carte des essais cliniques actuels en Europe intégrant les csm. (clinicaltrials.gov, service du U.S. National 
Institutes of Health) 
Il y a un biais dans l’évaluation de l’étendue du nombre d’essais cliniques menés, dans la 
mesure où 56 études supplémentaire ont été répertoriées en utilisant le mot clé asc ou adipose 
derived stromal cells. On remarque cependant que toutes ces études investiguent des 
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pour définir ce champ d’étude tout jeune, mais l’importance des découvertes et le nombre 
grandissant des preuves du bénéfice de la thérapie régénérative en font déjà un domaine à part 
entière, avec un avenir assuré. 
1.3. Identification des ASC : une étape indispensable dans le processus de 
compréhension 
1.3.1. De la nécessité d’imposer des définitions claires à la communauté des 
chercheurs  
Avant 2006, la nécessité d’un consensus concernant la définition exacte de ce qu’étaient les 
CSM se faisait sentir. La recherche au sujet des cellules souches adultes étant de plus en plus 
pratiquée en raison de leur fort potentiel thérapeutique, les malentendus sont de plus en plus 
fréquents. Chaque étude utilisait en effet sa propre « version » de CSM issues d’un processus 
d’isolement personnalisé, qui  présentaient alors des phénotypes et propriétés biologiques 
souvent disparates. Même si l’acronyme était déjà largement utilisé, le défaut de critères 
universellement reconnus engendrait une question d’importance aux yeux de 
l’  « International Society for Cellular Therapy » (ISCT) : était-il pertinent de comparer les 
résultats issus de populations cellulaires mal identifiées ? Autrement dit, ces populations 
étaient-elles réellement équivalentes ?  
Une série de définitions vont alors être éditées (tableau), appelant au respect de nouvelles 
règles dans l’identification des cellules utilisées dans toute étude se rapportant aux CSM. 
Tableau 1. Acronymes utilisés en recherche sur les csm et leur définition la plus large 
Terme anglophone, 
acronymes utilisés 
Traduction proposée Définition 
Mesenchymal Stem Cell 
(MSC) 
Cellule Souche 
Mésenchymateuse  
Terme se rapportant uniquement aux cellules 
présentant les critères spécifiques des CSM * 
Multipotent 
mesenchymal stromal 
cells 
Cellules stromales 
mésenchymateuses 
multipotentes 
Terme se rapportant aux cellules adhérentes au 
plastique, de morphologie fibroblastique * 
Stromal Vascular 
Fraction (SVF) 
Fraction Stromale Vasculaire Population de cellules hétérogènes extraites du 
tissu adipeux et séparées des adipocytes matures 
(flottants) ** 
Adipose Derived 
Stromal/Stem Cells 
(ADSC, AD-MSC, AT-
MSC, ASC, ADAS) 
Cellules Stromales/Souches 
Mésenchymateuses d’origine 
Adipeuse  
Cellules adhérentes au plastique isolées de la FSV 
après lavages successifs, présentant les 
caractéristiques des CSM, ainsi que leurs 
spécificités **, ***,****, ***** 
*(Horwitz et al., 2005), **(Casteilla, 2011), ***(Leobon et al., 2009), ****(Zuk et al., 2002), *****(Gimble et al., 2003)  
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Pour les ADSC le terme « stromal » est préféré au terme « souche » (stem) en 2006 dans la 
mesure où leur capacité d’auto-renouvellement n’avait pas été clairement établie (Casteilla 
2011) (Horwitz et al., 2005). Cependant de nouvelles clarifications ont été faites, en 
s’appuyant notamment sur une comparaison de la longueur des télomères et de l’activité 
télomérase des différents types de CSM, dont les ADSC (Mehrabani et al., 2013) (Jeon et al., 
2011). L’utilisation du terme « souche » ou « stem » est donc maintenant couramment utilisé. 
Selon Casteilla et al. (Casteilla 2011), aucune étude n’ayant clairement démontré la capacité 
de différentiation complète des CSM en cellule mature entièrement fonctionnelle, autrement 
que par l’identification de marqueurs spécifiques de cellule différentiée,  l’utilisation du terme 
« differentiated phenotype-like cells » serait plus appropriée pour parler de ces cellules après 
différentiation, car il mettrait en relief la rétention d’un caractère immature. 
Ne pas s’imposer la précision quant aux termes employés pour ces cellules nouvellement 
introduites en recherche est donc quelquefois la porte ouverte aux incompréhensions. 
L’équipe de Planat-Bernard et al. semble particulièrement attachée à ce principe (Casteilla 
2011); en 2007 par exemple une de leur étude sur le potentiel de transdifférentiation des 
cellules issues du tissu adipeux en cardiomyocytes a été citée et les résultats en ont été 
déformés: « Planat-Bernard and al. report the spontaneous differentiation of murine ASCs 
into cardiomyocytes without the use of 5-azacytidine » (Gimble et al., 2007). L’étude 
originale  (Planat-Benard 2004a) démontrait cependant que seules les cellules issues de la 
FSV de souris avaient ce potentiel, sans mentionner d’ « ADSC » isolées et identifiées, 
comme l’a d’ailleurs fait  remarquer un article de la même équipe (Leobon et al., 2009). Cette 
capacité n’est donc pas directement reliée aux cellules souches adipeuses issues de cette FSV, 
et rien n’écarte rigoureusement l’implication potentielle d’autres types cellulaires ou d’autres 
mécanismes, même si les études ont démontré par la suite que les ASC sont bien capables de 
se différentier en cardiomyocytes (par exemple (Choi et al., 2010)). Les abus de langages sont 
donc à éviter, de façon à limiter les confusions. Pour répondre à ce problème la International 
Fat Applied Technology Society est parvenue à un consensus et a décidé d’adopter le terme 
d’ASC (Adipose-derived Stem Cells) pour identifier ces populations cellulaires multipotentes 
adhérentes au plastique, et appelle à l’uniformisation des références (Gimble et al., 2007). 
Nous nous essayerons donc à la rigueur pour la suite de ce travail, en veillant à respecter les 
déterminations de chaque travail, en fonction de leur date de réalisation. 
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1.3.2. Les ASC dépassent les critères minimum pour l’identification des MSC  
 La définition des bornes d’utilisation de termes trop souvent employés à l’aveuglette 
implique de connaitre et d’authentifier les propriétés biologiques d’une cellule souche.  
Les trois critères minimums proposés en 2006 par l’ISCT  pour définir les CSM sont les 
suivants (Dominici et al., 2006): 
 les cellules doivent être adhérentes au plastique 
 au moins 95% des cellules isolées doivent exprimer les marqueurs de surface 
spécifiques : CD73, CD90, CD105,  tandis que 2% maximum des cellules peuvent 
exprimer les marqueurs CD45, CD34, CD14 ou CD119, CD79, CD19 et  HLA de 
classe II. 
 les cellules doivent présenter la capacité de différentiation in vitro en ostéoblastes, 
adipocytes et chondrocytes.  
Afin de répondre à un souci de rigueur scientifique, toute étude doit donc identifier sa 
population de cellule souche préalablement à leur utilisation. Brièvement, et en s’appuyant sur 
une étude destinée à évaluer l’efficacité des ASC en injection intra articulaire (AD-MSC dans 
le texte), la méthode standard d’isolement des ASC se fait en plusieurs étapes (Toupet et al., 
2013): récupération du tissu adipeux par liposuccion et digestion à la collagénase, puis 
extraction de la FSV1 par séparation des adipocytes matures (flottants). Les AD-MSC, c’est-à-
dire les cellules adhérentes au plastique de cette population hétérogène, sont alors 
sélectionnées par lavages successifs. Leur identité moléculaire de surface est alors vérifiée par 
cytométrie de flux.  
Curieusement, les ASC ont la particularité d’exprimer le marqueur de surface CD34+, 
particularité qu’elles partagent avec les cellules endothéliales.  Il semblerait que leur origine 
soit à la fois ectodermique et mésodermique, et que leur potentiel de transdifférentiation aille 
au-delà de la triade habituelle, vers les lignées musculaires et neurologiques (Zuk et al., 
2002). De plus, certaines publications s’affrontent sur  leur parenté éventuelle avec les 
péricytes, cellules de la paroi vasculaire (Casteilla 2011) (Traktuev et al., 2008) (Crisan et al., 
2008).  
                                                          
1  La FSV provenant du tissu adipeux est composée d’ADSC, mais aussi de cellules endothéliales et 
hématopoïétiques matures (Casteilla et al., 2011). 
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Quoi qu’il en soit, même si il est difficile de s’y retrouver, la communauté scientifique 
s’accorde à dire que les ASC issues de la FSV sont bel et bien des CSM, particulières certes, 
mais dont le potentiel est tout aussi grand. De plus, leur fréquence dans le tissu adipeux est de 
100 à 500 fois supérieure à celle des CSM issues de la moelle osseuse (BM-MSC), qui 
représentent 0,1% à 0,0001% des cellules nucléées de la MO (Casteilla 2011). L’isolement 
des ASC est donc nettement facilité, puisqu’elles sont à la fois plus nombreuses et plus 
accessibles que les BM-MSC. 
1.3.3. Doit-on caractériser différents types d’ASC ? 
Il existe différentes sortes de tissus adipeux : le tissu adipeux blanc (WAT) et le tissu adipeux 
brun (BAT). Le BAT est constitué d’adipocytes impliqués dans le processus de thermogénèse, 
qui restituent l’énergie stockée sous forme de chaleur, à la différence des adipocytes blancs 
qui donnent de l’ATP. Avant 2007, le BAT était connu pour être présent chez les nouveau-nés 
ou les animaux hivernants. Mais de récentes découvertes d’imagerie ont prouvé leur maintien 
chez l’homme adulte, dans certaines régions du corps différentes des régions du WAT 
(Nedergaard et al., 2007). L’analyse des origines des adipocytes blancs et bruns ont montré 
qu’ils dérivent tous deux de deux lignées différentes, impliquant la présence ou l’absence du 
facteur Myf5 impliqué dans la régulation des lignées musculaires (Park 2014) (figure 3).   
 
 
Il est donc difficile d’obtenir un adipocyte brun à partir d’un précurseur d’adipocyte blanc, car 
ces précurseurs sont déjà trop engagés dans le processus de différentiation qui effectue la 
dichotomie entre la lignée adipeuse et musculaire. Cependant, l’exposition des adipocytes 
blancs au froid, aux agonistes béta-adrénergiques ou PPAR-gamma (récepteur activé par les 
Figure 3. Différentiation des ASC en adipocyte blanc, brun ou beige (Park, 2014) 
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proliférateurs de peroxysomes) entraine le phénomène de « brunisation », et donne des 
adipocytes « beiges », ou « brown-like », qui sont des adipocytes blancs montrant les 
caractéristiques brunes de l’adaptation au froid. Outre le potentiel extraordinaire dans la 
régulation des maladies associées à l’obésité qu’elles représentent, ces découvertes 
introduisent des questionnements quant à l’hétérogénéité des cellules souches 
mésenchymateuses issues du tissu adipeux. Les cellules couramment identifiées comme des 
ASC ont elles toutes la même origine ? Présentent-elles toutes les mêmes capacités ? L’équipe 
de Prunet-Marcassus et al. a montré en 2007 que la plasticité des ASC différait en fonction de 
la localisation dans le tissu adipeux. Les cellules stromales retrouvées dans le BAT ne 
présentaient pas les mêmes phénotypes que les cellules de la FSV  issues du WAT, et 
montraient un potentiel de différentiation amoindris : “WAT derived SVF cells give rise to 
osteoblasts, endothelial cells, adipocytes, hematopoietic cells, and cardiomyoblasts only from 
inguinal cells. By contrast, BAT derived SVF cells display a reduced plasticity.” (Prunet-
Marcassus , 2006) 
Identifier les ASC se résume donc pour l’heure à essayer d’identifier les critères moléculaires 
et phénotypiques bien définis des CSM, en se référant à la « pensée actuelle » de la 
communauté scientifique comme l’exprime Barkholt et al. dans un article paru en 2013 
(Barkholt et al., 2013). Il reste encore cependant à faire tomber quelques ambiguïtés et à 
comprendre leur origine exacte, afin de mieux cerner leurs capacités réelles et de pouvoir 
peut-être définir des sous-populations d’ASC.   
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CHAPITRE 2.  PROBLEMATIQUES DE LA RECHERCHE ACTUELLE 
2.1.  Mécanisme d’action des ASC 
De nombreux essais cliniques sont actuellement en cours comme nous l’avons vu plus haut, 
même si la recherche fondamentale a encore du chemin à faire avant d’avoir totalement 
compris comment les cellules souches mésenchymateuses exercent leurs effets bénéfiques. 
Nous allons ainsi développer les principales avancées dans l’exploration des mécanismes et 
des propriétés des ASC, en insistant sur les points d’ombres et les problèmes qu’ils soulèvent. 
2.1.1. L’activité stromale des CSM dépasse leur potentiel de transdifférentiation 
Comme nous l’avons vu précédemment une cellule souche mésenchymateuse est caractérisée 
par ses capacités d’autorenouvèlement et de différentiation, capacités qui ont éveillées 
l’intérêt et la curiosité des scientifiques. Nous allons voir cependant que la majorité de leurs 
actions bénéfiques dans le processus de réparation tissulaire suite à une lésion ne provient pas 
cette activité, mais plutôt du soutien du milieu cellulaire environnant. En effet il semble que 
les effets thérapeutiques des CSM ne soient  que peu corrélés au nombre de cellules injectées 
(Charbord et al., 2011). Les bénéfices observés sur le processus de réparation tissulaire ne 
sont donc possibles qu’à condition que le phénotype des CSM présente un avantage sélectif 
par rapport aux populations endogènes, qui elles formeront la matière du nouveau tissu. Le 
soutien apporté est médié par des mécanismes de communication paracrines, régulés en 
fonction du milieu, dans des conditions données (Murphy et al., 2013). Ce ne sont donc pas 
les cellules souches qui remplaceront le tissu lésé, mais les cellules environnantes qu’elles 
recruteront par l’intermédiaire de facteurs de croissance (TGFα, TGFβ, HGF, EGF ,etc…) et 
de chémokines, induisant la multiplication des cellules épithéliales et endothéliales, ainsi que 
des fibroblastes. (Murphy et al., 2013) (Haynesworth et al., 1996) (Doorn et al., 2011) 
(Caplan et al., 2001).  
En 2012, Kim et al. ont mis en évidence l’implication des CSM dérivées de la moelle osseuse 
dans le processus de cicatrisation pulmonaire suite aux modifications lésionnelles induites par 
la fumée de cigarette, grâce à l’induction de la prolifération mais aussi à l’inhibition de 
l’apoptose. D’autres études convergent dans ce sens, montrant l’implication des facteurs 
Akt/NF-κB dans la voie de signalisation Wnt (Kim et al., 2012) (Cselenyák et al., 2010) (Li et 
al., 2010) (Murphy et al., 2013). La complexité des interactions moléculaires n’est pas encore 
complètement élucidée, mais il est cependant clair que l’expression des facteurs anti 
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apoptotiques augmente dans des conditions hypoxiques, et que la greffe de CSM diminue 
fortement le nombre de cellules en phase de mort cellulaire (Rehman 2004).  
Un mécanisme original de soutien de la part des CSM a été mis en évidence par l’équipe de 
Spees et al., par le transfert de mitochondries des BM-MSC aux cellules endommagées, 
engendrant des colonies de cellules secourues présentant à 97% les mitochondries des cellules 
souches donneuses (Spees et al., 2006).  
Il semble donc que les ADSC soient plus des ordonnatrices que des réparatrices directes, et 
agissent en modulant leur niche. La différentiation des cellules souches in situ a pu être 
objectivée, mais principalement par l’analyse de marqueurs phénotypiques. Casteilla et al. 
parlent de « cellules intermédiaires biphénotypiques » en faisant référence au fait qu’aucune 
fonctionnalité réelle n’a pu être obtenue à partir de CSM, qui ont ainsi gardé leur phénotype 
stromal, même si celles-ci ont pu acquérir des marqueurs spécifiques de différentiation 
(notamment en cardiomyocytes (Casteilla 2011) (Rose et al., 2008) cette dernière étude 
s’appuyant cependant sur des CSM dérivées de la moelle osseuse). Il est tout de même 
possible d’entrainer les CSM dans des voies de différentiation in vitro ou in vivo, en fonction 
des conditions environnementales introduisant des facteurs de signalisation différentiels. 
(Table 2) (données provenant majoritairement de Gimble et al., 2007). 
Tableau 2. Potentiel de différentiation des ASC in vitro et in vivo, toutes espèces confondues 
Lignée cellulaire Références  
Adipocyte  (Halvorsen et al., 2001), (Zuk et al., 2001) 
Cardiomyocyte (Parker et al., 2006) (Rangappa et al., 2003) (Gaustad  et al., 2004) (Planat-
Benard 2004a) (Choi et al., 2010) (Miyahara  et al., 2006) (Song et al., 2007) 
Chrondrocyte (Zuk et al., 2002) (Zuk et al., 2001) (Erickson et al., 2002) (Wickham et al., 
2003)  
Cellule endothéliale (Kim et al., 2007) (Planat-Benard 2004b) (Miranville 2004) (Rehman 2004) 
Myocyte (Jeon et al.,  2006) (Lee et al., 2006a) (Zuk et al., 2002)(Zuk et al.,  2002) 
(Zuk et al., 2001) (Lee et al. 2006b) (Mizuno et al., 2002)  
Cellule neuronale-like (Zuk et al., 2002) (Safford et al., 2005) (Safford et al., 2002) (Safford et al., 
2004) (Kang 2004) (Krampera et al., 2007) 
Ostéoblaste (Zuk et al., 2002) (Zuk et al., 2001) (Halvorsen et al., 2000) (Halvorsen et al., 
2001) (Huang et al., 2002)  
Cellule pancréatique (Timper et al., 2006)  
Hépatocyte (Seo et al., 2005) (Taléns-Visconti et al., 2007) (Taléns-Visconti  et al., 2006)  
 
  
  
 
22 
 
L’apport de facteurs de différentiation est déterminant pour entrainer les MSC dans des 
phénotypes matures. Deux équipes de recherche ont travaillé sur des modèles fœtaux de 
mouton (Liechty et al., 2000) et de souris âgées de 3 jours (Kopen et al., 1999) et ont mis en 
évidence une différentiation hétérogène en chondrocytes, adipocytes, myocytes et 
cardiomyocytes, ainsi qu’en cellules thymiques, nichant dans une grande diversité d’organes 
sans avoir été rejetées par le système immunitaire même après que celui-ci se soit développé. 
Dans le modèle murin, les cellules ayant été injectées dans le ventricule cérébral, certaines se 
sont différentiées en astrocytes voire neurones (avec le développement de neurofilaments). Il 
semble que l’exposition à un grand nombre de facteurs de croissance dans des organes encore 
en développement soit à l’origine d’une plasticité accrue des CSM chez les organismes 
juvéniles. Ce cas expérimental illustre bien l’importance du milieu dans le potentiel de 
différentiation des ASC ; beaucoup d’études font d’ailleurs le choix d’induire une 
prédifférenciation ex vivo de ces cellules souches avant de les implanter.  
 
L’effet des cellules souches différentiées ayant acquis une fonctionnalité déterminante pour la 
formation d’un nouveau tissu efficace est donc très faible et peu significatif, comparée à 
l’action stromale de support, catalysante, de ces mêmes cellules sur leur environnement. 
 
2.1.2. L’activité stromale dans la promotion de l’angiogenèse 
Malgré la grande hétérogénéité des protocoles d’expérimentation dans l’étude du potentiel 
angiogénique des ASC, les résultats semblent converger vers les mêmes conclusions. En 2007 
a été publiée la première étude démontrant le potentiel des ASC  dans l’amélioration de la 
fonction ventriculaire gauche suite à un infarctus du myocarde (IM) (Valina et al.,  2007). 
Jusqu’ici beaucoup d’équipes scientifiques étudiaient l’efficacité des CSM dans ce modèle 
d’IM en utilisant des BM-MSC (Fukuda 2006), pensant que le bénéfice résultait plus d’une 
transdifférentiation en cardiomyocytes que d’un support stromal. Mais alors que l’intérêt des 
BM-MSC dans le traitement de l’infarctus est remis en cause par plusieurs études (Valina et 
al., 2007) (Moelker et al., 2006) (Ventura et al., 2006), l’injection d’ASC semble avoir un 
effet significativement supérieur sur la densité capillaire et la diminution de la fibrose, avec 
une amélioration de la fonction cardiaque et de la viabilité tissulaire (Valina et al., 2007) 
(Mazo et al., 2008), que ce soient des cellules murines injectées chez le rat, ou des cellules 
autologues chez le cochon. Comme très peu des cellules injectées sont  retrouvées dans les 
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tissus, cela laisse supposer que l’effet bénéfique (qui persiste à 1 mois dans l’étude de Valina 
et al.) ne provient pas de l’implication directe des cellules suite à une transdifférentiation, 
mais plutôt d’une sécrétion paracrine comme le démontre un article étudiant l’effet de 
l’implantation d’ESC dans un modèle d’infarctus du myocarde (Ebelt et al.,  2007).  
Le modèle d’infarctus du myocarde n’est cependant pas le seul à permettre d’appréhender le 
mécanisme des CSM dans le phénomène d’angiogenèse. En 2007, Kim et Kim publient les 
résultats d’une comparaison  du potentiel de néovascularisation des ASC et BM-MSC en 
réponse à l’ischémie du membre postérieur chez la souris (Kim et al., 2007). Non seulement 
les ASC avaient clairement un effet positif supérieur à celui des BM-MSC sur le flux sanguin 
(analyse doppler) à J14, mais l’analyse histologique révèle moins de lésions tissulaires dans le 
cas des ASC. Les essais in vitro ont de plus montrés que la formation de structures capillaires 
(« tube-like formation ») par les ASC est nettement favorisée dans un milieu de culture où des 
ASC ont été préalablement induites à la différentiation endothéliales par le facteur EGM-MV, 
au contraire d’un milieu de culture ayant contenu des BM-MSC du même protocole. 
L’électrophorèse de protéines issues de milieux de cultures de BM-MSC et d’ASC  montre 
une plus forte expression des facteurs MMP1, 3 et 9 chez ces dernières. Les 
métalloprotéinases matricielles (MMP) sont une famille d’endopeptidases impliquées dans la 
régulation de l’activité cellulaire (dégradation de la MEC, adhésion…) et les MMP3 et 9 
semblent avoir des rôles plus spécifiques dans l’angiogenèse (Kim et al., 2007) (Van den 
Steen et al., 2002) (Jin et al., 2006). D’autres études ont démontré l’implication d’un grand 
nombre de facteurs de croissance comme les récepteurs VEFG (Vascular Endothelial Growth 
factor), facteur de VonWillebrant et CD31. Il apparait que l’angiogenèse pourrait être initiée 
par MMP9, en augmentant la biodisponibilité de VEGF dans la matrice, induisant l’activation 
des récepteurs tyrosine-kinase préexistants sur les cellules endothéliales (Kim et al., 2007) 
(Bergers et al., 2000).  
Il existe ainsi un apport direct des ASC à la néoangiogénèse à travers leur capacité de 
transdifférentiation, médiée cependant par la sécrétion autocrine et paracrine de facteurs 
proangiogéniques (Jorgensen et al., 2011). L’angiogenèse et l’adipogenèse ont d’ailleurs l’air 
d’être coordonnées en condition physiologique, dans la mesure où beaucoup de précurseur 
adipeux expriment le marqueur CD34, une protéine présente à la surface des cellules 
immatures et des cellules endothéliales (Casteilla 2011) (Planat-Benard 2004b).  
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La production de ces facteurs de croissance ainsi que la prolifération cellulaire peut de plus 
être amenée à augmenter jusqu’à 5 fois par un pré conditionnement hypoxique (Jorgensen et 
al., 2011) (Lee et al., 2009) (Murphy et al., 2013) (Rehman 2004), ou jusqu’à 200 fois par la 
modification génétique des ASC par l’intermédiaire d’un plasmide codant pour le facteur 
protéique VEGF (Rehman 2004).  
Tout le monde s’accorde à dire en définitive que les ASC sont de bonnes candidates pour 
traiter les maladies hypoxiques comme l’ischémie ou l’infarctus du myocarde, mais les 
résultats manquent peut-être de précision quant à connaitre le mode d’administration le plus 
pertinent (intra-coronaire (Valina et al., 2007), intramyocardique (Mazo et al., 2008), 
intraveineuse (Freyman 2005), le moment d’injection le plus efficace (directement post-
infarctus (modèle porcin, injection 15 minutes après : Freyman 2005) ou plusieurs jours à 1 
mois après (Valina et al., 2007) (Mazo et al., 2008) ou encore la possibilité d’utiliser d’autres 
médicaments d’action synergique comme les béta-bloquants (Mazo et al., 2008).   
2.1.3. Immunomodulation et activité anti-inflammatoire 
L’efficacité thérapeutique des CSM pour le traitement des maladies auto-immunes est 
largement établie grâce au nombre grandissant d’essais cliniques convaincants, notamment 
pour le traitement de la maladie du Greffon contre l’hôte (GVHD) dont le taux de réponse 
complète pour des patients corticorésitants peut aller de 43 à 68% (Ménard et al., 2011) (Le 
Blanc et al., 2008). Selon le site clinicaltrials.gov de la U.S. National Institutes of Health 81 
essais cliniques sont aujourd’hui en cours pour la gestion des maladies immunitaires avec les 
CSM, élargissant les applications par rapport à ce qui était initialement envisagé autour de la 
réparation tissulaire.  
Les mécanismes d’action des CSM au sens large (BM-MSC et ASC partagent les mêmes 
propriétés sur ce point (Ménard et al., 2011) s’élucident petit à petit. Ils sont le théâtre 
d’interactions complexes entre les nombreux acteurs de l’immunité, qui se compliquent en 
outre par l’existence de voies différentielles espèces-dépendantes. Des CSM de souris 
n’empruntent en effet pas le même chemin de régulation que des CSM humaines ou de singe 
(Ren et al., 2009), faisant intervenir respectivement la nitric oxide synthase inductible (iNOS) 
ou l’indolamine 2,3-dioxygénase (IDO), enzymes immunosuppressives reconnues pour 
inhiber l’activation et la prolifération des lymphocytes T. On rencontre donc des divergences 
de résultats dans la littérature cherchant à expliquer ces mécanismes, ceux-ci pouvant  
facilement être modifiés en fonction des conditions de culture, des méthodes d’isolement ou 
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principalement des espèces étudiées. Plus que cela, les données disponibles étant obtenues à 
partir de CSM cultivées in vitro, il est difficile de conclure à un réel potentiel 
immunosuppresseur des CSM natives in vivo (Ménard et al., 2011). Il serait impossible ici de 
décrire en détail les interactions entre les CSM et les cellules de l’immunité compte tenu de la 
complexité du sujet, mais on retiendra qu’elles exercent un effet protecteur contre l’apoptose 
et modulateur de l’activation et la multiplication des cellules de l’immunité adaptative 
(lymphocytes T, Lymphocytes B) et innée (Cellules Natural-Killer, macrophages et 
neutrophiles, impliqués aussi dans l’inflammation), par l’intermédiaire de sécrétions 
paracrines de cytokines et chémokines (Murphy et al., 2013). 
La faible persistance des CSM sur le long terme pose la question d’un réel effet 
immunosuppresseur des cellules allogéniques lors de la greffe. L’augmentation rapide de 
l’utilisation des CSM dans les essais cliniques se base sur le consensus de leur potentiel 
immunomodulateur, qui rend possible leur action dans un organisme étranger. Ce paradigme 
est cependant revu par la mise en évidence de réponses immunitaires lors de greffes allogènes 
de CSM. Par exemple une étude menée en 2007 a montré que l’injection de CSM (ici 
présentées sous ne nom de SPC stromal progenitor cells) allogènes ont entrainé une réponse 
CD4 accélérée par rapport à l’injection de SPC autologues, avec des titrages anticorps très 
augmentés (Badillo et al., 2007). Dans un article de revue, Ankrum et al. examinent cette 
question et mettent en évidence l’absence de réel « privilège » des CSM face au système 
immunitaire, CSM qu’ils qualifient donc plutôt de « immune evasive ». Le rejet des CSM 
allogène survient cependant plus lentement et moins intensément que le rejet d’autres types de 
cellules allogènes (comme par exemple les fibroblastes (Ankrum et al., 2014)(Zangi et al., 
2009), et dépend fortement du contexte (une même population peut être éliminée d’un tissu et 
conservée dans un autre où l’immunité locale est supprimée). L’efficacité des CSM 
dépendrait donc somme toute d’une activité éclair de type « hit-and-run », plus ou moins 
relayée par les cellules environnantes activées ou reprogrammées, et il serait ainsi intéressant 
de chercher à prolonger leur présence dans l’organisme en les protégeant du système 
immunitaire.  Il apparait de plus que des cellules cultivées ont une expression amoindrie des 
antigènes de surface d’histocompatibilité et ne stimuleraient plus la réaction lymphocytaire en 
coculture avec des monocytes étrangers (Gimble et al., 2007) (McIntosh et al., 2006) 
(Puissant et al., 2005). L’efficacité supérieure d’une thérapie utilisant des cellules autologues 
n’a pas encore été clairement démontrée, et l’utilisation de cellules allogènes permettrait de 
réduire les coûts d’une thérapie et de créer un stock de médicaments prêts à l’emploi (Gimble 
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et al., 2007). Il est donc important de comprendre les mécanismes et les interactions entre les 
cellules souches mésenchymateuses et le système immunitaire en prenant en compte la 
diversité des réponses en fonction du contexte, et de se pencher sur des études de faisabilité 
basée sur l’utilisation de cellules allogènes. 
2.1.4. La fusion hétérotypique permet une reprogrammation 
Un autre mécanisme contribuant à l’action curative des cellules souches mésenchymateuses 
commence à être étudié sérieusement. Il s’agit de la fusion (permanente ou partielle), un 
processus observé pour de nombreux types cellulaires, notamment durant le développement 
avec la formation du syncytiotrophoblaste. Les preuves de fusions entre différents types 
cellulaires provenant d’espèces différentes ont été apportées (Blau et al. 1983), ainsi que 
celles d’une reprogrammation consécutive qui peut affecter la différentiation des cellules 
somatiques fusionnées avec des cellules souches (Alvarez-Dolado et al.2003). Le processus 
de fusion est donc capital dans le développement, mais pourrait également l’être pour ce qui 
est des réparations tissulaires. Le modèle de fusion entre des CSM humaines et des 
cardiomyocytes murins a beaucoup été étudié. Cela a permis de mettre en évidence 
l’existence d’une reprogrammation vers un statut de cellule progénitrice (progenitor-like), 
exprimant à la fois un engagement dans la voie de différentiation en cardiomyocyte, et des 
marqueurs de prolifération (GATA-4, myocyte enhancer factor 2C, Nkx2.5 and Ki67) 
(Acquistapace et al., 2011). Dans une étude de ce type dirigée par Acquistapace et al., ASC 
(« hMADS cells » dans le texte) et BM-MSC partagent les mêmes capacités de 
reprogrammation, ce qui n’est pas le cas des fibroblastes, suggérant une caractéristique 
communes aux cellules multipotentes (Acquistapace et al., 2011). Cependant, la trop faible 
occurrence de ce phénomène a rependu l’idée qu’il ne pouvait pas agir significativement, 
mais de récentes études ont montré que bien que rare, la reprogrammation de cellules 
somatiques hôtes par leur fusion avec des CSM pouvait grandement influer sur les 
remaniements post-lésionnels (Kouris et al., 2012) (Lin et al., 2010) (Matsuura 2004) (Oh et 
al., 2003) (Zhang 2004).  
Selon Kouris et al., deux raisons principales devraient écarter toute négligence dans l’intérêt 
porté à ce phénomène (Kouris et al., 2012) : 
 -Les méthodes de visualisation et de marquage in vivo ne sont pas suffisamment développées 
pour apprécier réellement la quantité de cellules fusionnées : en 2010, Lin et al. utilisent la 
bimolecular fluorescence complementation (BiFC) comme méthode de tracking à long terme 
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des cellules vivantes fusionnées, mise au point à l’origine par Hu et al. pour étudier les 
interactions protéine-protéine (Lin et al., 2010). Une protéine fluorescente peut être 
fragmentée et fixée à deux autres protéines (adaptées aux types cellulaires étudiés) qui 
peuvent interagir, facilitant ainsi le rapprochement entre les deux fragments et permettant la 
fluorescence. L’intérêt est d’obtenir un signal qui s’intensifie avec le temps, qui est 
extrêmement spécifique, et qui détecte très tôt les évènements.  
-Il serait intéressant de travailler sur un procédé destiné à favoriser le phénomène in vivo. En 
utilisant du Polyethylene Glycol (PEG) on peut forcer la fusion in vitro entre deux cellules par 
un mécanisme peu connu de déshydratation autour des membranes (Lentz et al., 1999), mais 
seulement pendant le temps d’administration du PEG et sans être sélectif. De façon 
physiologique ce sont des protéines membranaires, appelées fusogènes, qui sont responsables 
de l’initiation du processus. Elles sont particulièrement connues chez les virus comme les 
protéines HA (Hémagglutinines), mais le sont beaucoup moins chez les eucaryotes qui 
arborent des fusogènes très complexes dont les rôles peuvent varier. Kouris et al. ont pu 
augmenter significativement le nombre de fusions, en utilisant la machinerie des virus de la 
stomatite vésiculaire (VSV-G) pour induire la fusion hétérotypique entre des CSM humaines 
(transfectées) et des cardiomyocytes de souris in vitro et in vivo dans un modèle d’infarctus du 
myocarde (Kouris et al., 2012).   
Contrairement à l’idée initiale, cette capacité des CSM pourrait grandement participer au 
processus de réparation tissulaire en augmentant le nombre de cellules fonctionnelles de 
remplacement. De plus le transfert mitochondrial mentionné plus haut proviendrait en réalité 
d’un tel mécanisme (Acquistapace et al., 2011). Certains auteurs s’interrogent cependant sur 
le côté négatif de ce phénomène, à savoir l’initiation d’un phénotype tumoral (Lu et al., 2011), 
qu’il faut bien sur investiguer tout autant. 
 
Pour conclure, il parait évident que le bénéfice thérapeutique des ASC est multifactoriel et 
complexe, dans la mesure où ce sont des médicaments « vivants ». Certains préconisent ainsi 
de redessiner une définition plus large des CSM, qui insisterait plus sur leurs propriétés 
trophiques et immunomodulatrices. Ils portent donc un regard plus pragmatique se basant sur 
leur capacités à traiter les maladies plutôt, que sur leur profil originel de cellules « souches » 
capables de se multiplier et de se différentier. 
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2.2. Biodistribution et traces de rémanence à long terme 
Etudier le devenir des cellules souches mésenchymateuses après leur introduction dans 
l’organisme est de toute première importance. Il a été démontré dans de nombreuses 
publications la capacité des CSM à migrer d’un tissu à un autre, lorsque celui-ci est 
notamment lésé (Toupet et al., 2013) (Li et al., 2011). C’est d’ailleurs sur cette propriété que 
repose l’espoir de pouvoir guérir des maladies telles que les brulures ou l’infarctus du 
myocarde par injection intraveineuse de cellules souches. Il existe cependant un risque que 
ces entités vivantes aillent se greffer dans d’autres organes non ciblés par la thérapie, ce qui, 
additionné au risque de différentiation inapproprié ou de potentiel tumoral représente un 
véritable enjeu pour la sécurité de tels traitements (Sensebé et al., 2013).  
 
2.2.1. Ce que les études s’accordent plus ou moins à dire 
La majorité des études de biodistribution après injection intraveineuse (tous types de CSM 
confondus) s’accordent à dire que les cellules suivent un parcours plutôt précis dans les 
premiers jours. Un premier passage dans les poumons est détecté et les traces des cellules 
disparaissent autour de la première semaine (entre 7 jours et 28 jours selon les études) 
(Sensebé et al., 2013) (Toupet et al., 2013). On observe alors une clairance rapide de 
l’organisme de la grande majorité des cellules. En effet, Toupet et al. rapportent une 
disparition de 98,5% des cellules injectées avant le 11e jour post-injection intraveineuse 
d’ADSC chez la souris scid. Une petite partie des cellules semble recirculer (Gao et al., 2001) 
pour ensuite se fixer dans d’autres organes comme le foie, la rate, le pancréas, le cerveau, les 
reins, le cœur, les intestins et l’estomac, et surtout les organes « niches » où l’on trouve 
naturellement le plus de CSM : la moelle osseuse, le tissu adipeux et les muscles.  
Le piégeage précoce des CSM dans les poumons après injection systémique pourrait être 
expliqué par la relative grande taille de ces cellules, qui expriment des molécules d’adhésion. 
Dans cette hypothèse, Gao et al. ont démontré qu’un traitement vasodilatateur diminue le 
nombre de cellules retrouvées dans le compartiment pulmonaire (Chamberlain et al., 2007) 
(Gao et al., 2001), suggérant une méthode pour augmenter la fraction disponible des CSM sur 
les sites d’intérêt. 
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2.2.2. Facteurs de variation dans les résultats 
 
 
a. Le modèle pathologique  
 Il existe tout de même beaucoup de variations dans les résultats de biodistribution. Sans 
parler des différences dues au modèle animal ou  à la technique d’identification des cellules 
utilisés, il a été démontré qu’un site lésionnel inflammatoire ou présentant une pathologie 
particulière pourrait « dévier » une partie des cellules. Ces preuves de migrations des ASC ont 
été apportées par exemple dans le cas de tumeur (Zhang et al., 2009), d’infarctus du myocarde 
(Barbash 2003),  de plaie cutanée (Sasaki et al., 2008), d’ischémie cérébrale (Mahmood et al., 
2003) (Chen et al.,  2001) ou encore de fibrose pulmonaire (Ortiz et al., 2003).  Ortiz et al. ont 
mesuré une quantité de cellules greffées dans les poumons 23 fois supérieure chez les souris 
malades (fibrose pulmonaire induite à la bléomycine) que chez les souris saines, adoptant de 
plus un phénotype épithélioïde et réduisant l’inflammation et le dépôt de collagène.  
Ces données suggèrent fortement l’implication de récepteurs ou ligands spécifiques qui 
facilitent le trafic, l’adhésion et l’infiltration des CSM sur le site lésionnel, mécanisme dont le 
modèle ressemblerait à celui des leucocytes (Chamberlain et al., 2007).  
b.    L’injection locale 
Peu de publications traitent de la biodistribution des CSM suite à une injection locale (e.i. 
intramusculaire (IM), intraarticulaire (IA), sous-cutanée (SC)) en comparaison de l’injection 
systémique qui reste la méthode d’administration thérapeutique la moins invasive et la plus 
répétable. L’injection locale reste cependant intéressante car elle permet d’apporter les 
cellules directement sur le site lésionnel. De plus, leur dispersion dans l’organisme serait 
théoriquement moindre, concentrant leur efficacité et limitant les phénomènes indésirables.  
Toupet et al. ont comparé en 2013 la distribution à long terme des ASC humaines en injection 
IV et IA, afin d’établir leur innocuité dans le traitement des rhumatismes chez la souris scid 
(Toupet et al., 2013). Les résultats concernant les injections IV étaient comparables à ceux 
des autres équipes de recherches travaillant sur le sujet, mais il semble que le devenir des 
ASC soit différent suite à l’injection IA, avec une persistance de 15% des cellules le premier 
mois sur le site d’injection et 1,5% après 6 mois. Aucune cellule n’a cependant été retrouvée 
dans les poumons, les reins, l’estomac ou le foie. Elles ont été retrouvées dans le cerveau, le 
cœur, les intestins, la rate, le sang ou les testicules à un moment donné entre 1 et 2 mois port-
injection chez 10-20% des souris. Les cellules retrouvées dans le tissu adipeux, la moelle 
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osseuse ou les muscles, (10-30% des souris) reconnus comme des tissus « niches », ont pu 
être dentifiées jusqu’à 6 mois post-injection. 
 
2.3. Cancer et CSM : risque de tumorigénicité ou potentiel inhibiteur, une question 
complexe et controversée 
Les propriétés des cellules souches mésenchymateuses leur donne un fort potentiel 
thérapeutique et ouvrent un champ prometteur pour la médecine qui ne cesse de prouver leur 
intérêt à travers les essais cliniques. Comme nous allons cependant le voir à travers la 
problématique du cancer, ce sont ces mêmes capacités intrinsèques des cellules souches 
mésenchymateuses qui pourraient être la source de complications. 
2.3.1. Contradictions : des modèles non standardisés et grande variabilité des 
facteurs de risque 
 La problématique quant au potentiel de tumorigénicité intrinsèque des cellules souches réside 
dans leur capacité d’autorenouvèlement et de multiplication qui laisse à penser qu’une dérive 
vers un phénotype tumoral est possible dans des conditions in vitro ou in vivo. En 2011 s’est 
tenue une réunion rassemblant des experts de la médecine régénérative, la Cell Products 
Working Party. Les conclusions et les questionnements de cette assemblée mettent en 
évidence des contradictions dans les dernières publications scientifiques traitant du lien entre 
les cellules souches mésenchymateuses et les processus tumoraux. In vitro, la transformation 
des cellules souches en cellules tumorales a pu être démontrée après des processus de culture 
cellulaire à long terme (Serakinci et al., 2004) (Engels et al., 2011), ou bien rejetée (Grulich et 
al., 2007) (Zhang et al., 2009) (Lazennec et al., 2008). Cette opposition de résultats est le 
reflet d’un manque de systématisation et de standardisation des méthodes expérimentales en 
médecine régénérative, qui reste un domaine de recherche nouveau, où les mécanismes 
d’action restent inconnus dans le détail. D’ailleurs, un rapport concernant ces études 
((Serakinci et al., 2004) et (Engels et al., 2011)) montre que les cultures cellulaires utilisées 
étaient en fait contaminées par des cellules malignes (Garcia et al., 2010) (Torsvik et al., 
2010). 
L’importance de ce groupe de travail a ainsi été de pousser les chercheurs à instaurer des 
conditions de bonne pratique de façon à rendre les résultats de leurs études comparables entre 
eux. Certains facteurs de risques potentiels inhérents aux conditions expérimentales ont pu 
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être identifiés durant la discussion, et concourent à expliquer la grande variabilité des 
réponses au potentiel tumoral des cellules souches mésenchymateuses :  
- les anomalies chromosomiques donneur-dépendant 
-les conditions de culture cellulaire (comme la dissociation cellulaire enzymatique à la 
trypsine par rapport à la dissociation mécanique) 
- la durée d’amplification des cellules (qui augmente significativement la formation 
d’anomalie chromosomique) 
Même si la plupart des anomalies chromosomiques mène la cellule à l’apoptose, il a été 
suggéré dans un contexte thérapeutique, d’évaluer le risque de transformation des cellules 
souches lors de leur culture à l’aide de marqueurs moléculaires. 
Les différents aspects du risque de transformation tumorale des CSM sont fortement débattus, 
et restent encore à être confirmés. La cohérence des résultats doit être discutée en fonction des 
conditions expérimentales des études, pour statuer sur l’innocuité d’une thérapie régénérative 
par injection de cellules souches mésenchymateuses.   
2.3.2. Le potentiel tumoral est multiple  
Comme nous l’avons mentionné plus haut, une problématique de la thérapie régénérative 
repose sur le potentiel tumoral qui pourrait être inhérent à la nature même des cellules souches 
mésenchymateuses, qui ont la capacité d’auto-renouvèlement. Il existe cependant d’autres 
perspectives négatives à l’utilisation d’un tel traitement dans un contexte où l’individu 
receveur pourrait déjà être atteint d’un cancer. Certaines propriétés des CSM laissent penser 
que leur interaction avec les cellules tumorales préexistantes in vivo pourraient ne pas être 
neutre, comme leur potentiel d’angiogenèse, d’immunosuppression ou de communication 
paracrine par l’intermédiaire de cytokines. 
a. Migration des CSM dans le tissu tumoral : reconnaissance d’un milieu lésionnel 
Un des critères rendant l’injection de CSM potentiellement risquée est leur capacité à 
reconnaitre le milieu tumoral comme un site lésionnel au même titre que les sites 
inflammatoires et les pertes de substance, capacité pour laquelle elles ont d’ailleurs été 
étudiées à l’origine. Les CSM sont normalement présentes dans la circulation générale à un 
niveau de fréquence bas, mais un signal pathologique comme l’hypoxie ou l’inflammation les 
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mobilise faisant augmenter leur quantité dans le sang périphérique, phénomène que l’on peut 
qualifier de migratoire (Zhang et al., 2009) (Nilsson et al., 2004) (Hall et al., 2007). En 2009, 
Zhang et al. ont démontré la capacité des cellules issues de la FSV (fraction stromale 
vasculaire) et du tissu adipeux blanc à migrer dans des xénogreffes tumorales (modèles de 
sarcome de Kaposi, adénocarcinome mammaire, adénocarcinome prostatique) chez la souris 
nude (Zhang et al., 2009). Dans la mesure où aucune des cellules injectées n’ont été repérées 
dans les organes contrôles, la reconnaissance spécifique du site tumoral par les cellules 
progénitrices est rendue évidente, au même titre que les sites inflammatoires.  
b. L’angiogenèse dans la promotion tumorale  
Beaucoup d’études s’accordent sur le fait que les ASC soutiennent la croissance tumorale. Il 
existe d’ailleurs une relation positive entre l’obésité et le cancer ((Casteilla 2011) (Roberts et 
al., 2006) (Zhang et al., 2009), qui a donné naissance à l’idée selon laquelle les cellules 
souches mésenchymateuses d’origine adipeuse, qui ont la particularité d’avoir un potentiel 
d’angiogenèse plus important que les cellules souches dérivées de la moelle osseuse, 
favoriseraient la croissance tumorale de manière directe, en apportant de la néovascularisation 
(Zimmerlin et al., 2011) (Lin et al. 2010) (Zhang et al., 2009) (Lazennec et al., 2008). Des 
cellules issues de la FSV injectées par voie intraveineuses peuvent se greffer dans des 
compartiments tumoraux distincts, 80% étant associé au stroma, le reste à la paroi vasculaire 
(Zhang et al., 2009). A une semaine post-injection, environ 25% des vaisseaux tumoraux 
contiennent des cellules marquées à la GFP (Green Fluorescence Protein), qui au jour 14 ont 
pu acquérir une morphologie vasculaire non distinguable du reste des capillaires tumoraux.  
Cette étude montre de même que les ASC soutiennent la croissance tumorale. L’injection 
sous-cutanée de 104 ASC chez la souris nude ayant subi une xénogreffe de tumeur KS1767, a 
mis en évidence une croissance accélérée de la tumeur sur un intervalle de 2 semaines. Cet 
effet a ensuite été reproduit sur un modèle de cancer prostatique. L’analyse des tissus après 6 
semaines a montré une accumulation des ASC dans les tumeurs et non dans les tissus de 
contrôle. 
Mais le soutien à la croissance tumorale ne se résume pas dans un effet direct de participation 
à l’angiogenèse, et réside aussi dans l’attraction et la stimulation des cellules endothéliales par 
les CSM, grâce à l’expression de facteurs proangiogéniques induits par l’interaction entre les 
cellules carcinomateuses et les cellules souches (Lazennec et al., 2008) (Sun et al., 2005) 
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(Kyriakou et al., 2006). De plus les CSM expriment les interleukines 8 (IL8), impliquées dans 
le recrutement des cellules progénitrices endothéliales. 
c. Cytokines 
La co-culture de CSM et de cellules issues de tumeur mammaire, ou bien une interaction 
indirecte (à travers des facteurs de croissance par exemple) entre les deux types d’entité 
améliore la prolifération des cellules tumorales. Ceci suggère l’implication de facteurs 
solubles, notamment des interleukines 6 et les VEGF, comme le démontre une étude de 2004 
mettant en évidence l’influence identique de ces facteurs et des CSM sur une lignée cellulaire 
de cancer du sein  MCF-7 (Fierro et al., 2004).  
Le myélome multiple (MM) sécrète le facteur Dkk1 (l’inhibiteur Wnt Dickkopf-1) qui 
empêche les CSM de se différentier en ostéoblastes. De leur côté les CSM sécrètent des IL-6 
qui stimulent la prolifération des cellules myélomateuses (Gunn et al., 2006). De plus, il a été 
démontré que les CSM sécrètent un fort taux d’IL-6 qui à leur tour permettent la 
phosphorylation de STAT 3 (un facteur d’activation de la transcription) à travers un effet 
paracrine (Sasser et al., 2007). La lignée de cellules tumorales mammaires Erα + n’expriment 
normalement qu’un niveau bas de STAT 3, jusqu’à ce qu’elles soient exposées aux CSM, qui 
sont donc responsable de leur croissance d’après un processus paracrine.  
d. Immunosuppression 
Le fait que la population de patients ayant subi une greffe d’organe soient plus sujets au 
développement d’un cancer que la population générale soulève l’idée que le processus de 
croissance tumoral puisse être favorisé en milieu immunosuppresseur. En effet tous les 
patients nécessitant une greffe sont soumis à une thérapie immunosuppressive de manière à 
éviter le rejet des greffons. En 2011, Engels et al. ont estimé que l’incidence des 4 tumeurs 
malignes les plus fréquentes était 2 fois plus élevée dans la population des personnes ayant 
reçu une greffe que dans la population générale (Engels et al., 2011). 
Il y a environ 45 ans, Burnet proposait l’ « immunological surveillance » qui postulait que le 
système immunitaire était responsable de la reconnaissance d’antigène spécifiques présents à 
la surface de cellules cancéreuses, et donc de la destruction des clones tumoraux (Burnet, 
1970). Il prédisait que les personnes impliquées dans des thérapies immunosuppressives 
devraient expérimenter de plus haut taux de cancer de tous types. Une étude comparant 
l’incidence des cancers chez des patients atteint du VIH/SIDA et des patients transplantés a 
  
  
 
34 
 
suggéré que seuls les cancers viro-induits ont pu être associés à une déficience immunitaire 
(Grulich et al., 2007). Dans la mesure où les CSM induisent une baisse de l’immunité, on peut 
se demander si cet effet pourrait être en partie responsable de leur implication dans la 
croissance tumorale. Cependant, même si les mécanismes de l’immunosuppression par les 
CSM sont étudiés en détails et toujours le sujet de discussions, peu de publications prouvent 
leur participation au développement des cellules cancéreuses.  
e. Transformation spontanée des CSM en cellules malignes  
L’article de Rubio et al. publié en 2005 exposant la transformation des CSM en cellules 
tumorales après une culture à long terme a été retiré en 2010. Cependant d’autres études ont 
montré que des CSM cultivées sur le long terme peuvent subir une délétion spontanée du 
locus INK4a/ARF ainsi qu’un silencing du gène suppresseur de tumeur DBCCR1 par 
méthylation, correspondant à des changements fréquents observés sur certaines tumeurs 
humaines ainsi que des lignées cellulaires dérivées d’ostéosarcomes. Les CSM de la moelle 
osseuse exprimant une forte activité télomérase sont capables de former des tumeurs solides  
selon l’étude (Wang et al., 2005). Encore une fois, cette transformation n’a cependant pas été 
observée dans d’autres travaux (Bernardo et al., 2007). En effet, seules des CSM transformées 
in vitro ont pu aboutir à la formation de tumeurs in vivo (Li et al., 2007), et cette 
transformation est associée à des anomalies chromosomiques ou mutations spontanées qui 
sont le fruit de longues sélections par culture. Cette question reste donc encore largement 
ouverte et appelle à la prudence pour les thérapies régénérative, qui devraient se baser sur des 
procédures d’expansion cellulaire limitée en terme de d’amplification.  
2.3.3. Inhibition  tumorale  
Contrairement à ce qui est exposé plus haut, il a été démontré dans plusieurs études que la co-
injection de CSM avec des cellules cancéreuses inhibait la croissance de la tumeur primaire 
chez la souris et chez le rat (Cousin et al., 2009) (Maestroni et al., 1999) (Ohlsson et al., 
2003).  
Une étude de 2006 a montré l’implication des CSM dans l’inhibition de la croissance 
tumorale dans un modèle de sarcome de Kaposi, en inhibant l’activité Protéine Kinase des 
cellules tumorales (Khakoo et al., 2006) par un contact direct cellule-à-cellule. En effet en 
utilisant un anticorps anti-E-cadhérine (protéine de contact), l’effet inhibiteur n’est plus 
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observé. Cette étude permet de penser que les tumeurs dont l’activité pathologique relève 
d’une dérégulation des protéines kinases, pourraient être la cible de thérapies à base de CSM.   
2.3.4. Inhibition ou croissance tumorale : une question de dose ? 
L’action des CSM sur la croissance tumorale est donc complexe ; selon une étude, elles 
peuvent montrer in vitro un potentiel inhibiteur sur des cellules cancéreuses, ou in vivo une 
accélération de la croissance tumorale (Ramasamy et al., 2007). Il existe aussi un phénomène 
dose-dépendant qui régule l’activité prolifératrice ou anti-prolifératrice des CSM sur les 
cellules cancéreuses. Djouad et al. ont montré qu’en faisant varier la proportion de CSM 
murines par rapport à celle des cellules cancéreuses de Renca dans des injections chez la 
souris immunocompétente, on pouvait observer une croissance différentielle des tumeurs 
sous-cutanées. Pour une injection à proportion égale des deux types cellulaires la croissance 
tumorale n’était pas modifiée par rapport au contrôle, tandis qu’avec 10 fois plus de CSM la 
croissance était augmentée, et qu’avec 10 fois moins de CSM la formation tumorale était 
complètement abolie (Djouad et al., 2006). 
Ainsi il semblerait que le statut des CSM par rapport au processus tumoral ne soit pas encore 
établi simplement à cause de divergences de résultats entre les différentes études, mais aussi 
parce qu’il varie de lui-même en fonction des conditions d’utilisation.  
2.3.5. Thérapies anticancéreuses et CSM 
De par leur capacité à se loger spécifiquement dans les tumeurs, les CSM pourraient être 
utilisées pour délivrer des médicaments anti-cancéreux directement sur le lieu de la maladie. 
Afin d’y parvenir les CSM ont été modifiées de différentes manières soit pour délivrer des 
médicaments, soit pour stimuler la réponse immunitaire ou encore pour bloquer 
l’angiogenèse. Par exemple des CSM modifiées afin d’exprimer l’INF-β ou l’INF-γ ont été 
utilisées pour inhiber la croissance de mélanomes et de cellules leucémiques respectivement 
(Lazennec et al., 2008) (Studeny et al., 2002) (Studeny et al., 2004) (Li et al., 2006). En 
utilisant un rétrovirus codant pour l’IL-12, il est possible de modifier les CSM afin d’en faire 
des inhibiteurs de la croissance tumorale (Chen et al., 2006) (Elzaouk et al., 2006), par 
l’intermédiaire de l’activation des cellules natural killers et des lymphocytes T CD8+. 
L’injection de CSM-transduites pour l’IL-12 a montré une forte inhibition du développement 
de métastases pulmonaires dans un modèle de tumeur mammaire chez la souris, tandis-que 
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l’injection de CSM non modifiées n’a eu aucun effet sur l’apparition des métastases (Stoff-
Khalili et al., 2007).  
De plus il a été remarqué que les CSM étaient moins sensibles que les cellules tumorales à 
l’irradiation, ce qui est un point supplémentaire à leur utilisation en tant que navettes 
thérapeutiques dans la mesure où la radiothérapie est un point clé de la lutte anticancéreuse 
(Chen et al., 2006).  
Conclusion 
Les CSM représentent donc un potentiel risque d’aggravation des différentes maladies 
tumorales ou au contraire une nouvelle source thérapeutique prometteuse pour aider à les 
combattre. Même si aucune étude n’a observé in vivo la formation d’un tissu tumoral 
directement dérivé de CSM préalablement injectées, leur étroite communication avec les 
cellules cancéreuses en font des agents à étudier de manière plus précise. Une étude sur la 
reconstruction tissulaire après mastectomie a proposé d’utiliser les ASC pour stabiliser les 
greffes de tissus adipeux (Zimmerlin et al., 2011). Pour avoir une idée de leur innocuité, elles 
ont été mises en contact avec des cellules métastatiques pleurales, potentiels vestiges d’une 
tumeur mammaire primaire. Comme certaines cellules classées « actives » ont vu leur 
croissance augmenter avec l’injection d’ASC, bien que d’autre cellules « quiescentes » n’aient 
pas été stimulées, les auteurs recommandent de décaler la reconstruction avec les ASC 
jusqu’à ce qu’il n’y ait plus aucune trace de maladie active.  
Cette problématique de nocivité cancéreuse des CSM et en particulier des ASC est le combat 
actuel que mènent les chercheurs en médecine régénérative. Aucune thérapie cellulaire à 
destination de l’homme ne peut être validée tant que l’on n’a pas acquis la certitude que les 
bénéfices liés à l’utilisation des cellules souches pour quelque affection que ce soit sont 
supérieurs aux risques inhérents à leur nature même. Les essais cliniques devraient pouvoir 
permettre un suivi à long terme des patients et un registre européen visant à collecter les 
données sur la question existe déjà.  
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CHAPITRE 3.  MATERIEL ET METHODES POUR LE TRACKING in vivo DES 
ASC EN MEDECINE REGENERATIVE  
 
3.1. Tracking cellulaire : des techniques d’étude complémentaires  
Le but de la recherche en médecine régénérative est de produire de nouvelles thérapies 
cellulaires, de façon à soigner ou à contrôler des maladies très variées. Cela passe donc par 
des phases d’étude fondamentale du mécanisme d’action des cellules souches ainsi que de 
leur devenir dans les organismes et de leur interaction avec le tissu receveur. Ces études 
nécessitent donc  des techniques destinées à suivre les cellules injectées dans le temps et dans 
l’espace pour établir une carte détaillée de leur devenir. Ce suivi nécessite des marqueurs qui 
peuvent être adaptés en fonction des questions posées : où vont les cellules humaines ? Cette 
protéine est-elle impliquée dans le processus d’interaction cellulaire ? Y a-t-il une 
différentiation in situ ?  Il s’agit en fait de méthodes de marquage d’immunohistochimie ou 
d’hybridation in situ couramment utilisées dans d’autres problématiques de recherche ou de 
diagnostic, mais qui nécessitent le sacrifice des individus pour réaliser des prélèvements et 
faire des coupes histologiques. D’autres méthodes non-invasives permettent un tracking 
cellulaire in vivo mais moins sensible (en histologie on peut identifier une cellule présente sur 
une coupe) et la question se pose de la cytotoxicité des marqueurs cellulaires, qui intégrés à 
une entité thérapeutique vivante pourraient diminuer l’efficacité du traitement, et introduire de 
même un biais d’étude. Pour un suivi à long terme de médicaments qui ne demandent qu’à 
voir le jour, il faut donc trouver un compromis entre spécificité et efficacité du marquage, afin 
d’avoir le plus de précisions possibles sur les propriétés dudit médicament, et sur son 
efficacité thérapeutique. Comme nous le verrons, les résultats tendent à prouver la nécessité 
d’introduire une complémentarité des méthodes de marquage dans le tracking des cellules 
souches (Kircher et al., 2011). 
3.1.1. De la cytotoxicité de certains marqueurs 
Dans des systèmes d’étude pré-clinique traitant de la biologie des cellules souches 
mésenchymateuses humaines chez le modèle murin, certaines équipes comme celle de Toupet 
et al. ont fait le choix du tracking cellulaire post-mortem. En effet, afin d’attester de 
l’innocuité des CSM en injection intra articulaire chez la souris SCID et de monitorer leur 
distribution tissulaire ils ont pensé que malgré la meilleure efficacité des techniques d’IRM 
basées sur le marquage direct des cellules par des particules d’oxyde de fer avant injection, la 
détection des séquences Alu par PCR représentait un meilleur choix dans la mesure où elle 
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n’influençait pas le potentiel migratoire des CSM ainsi que leur viabilité (Toupet et al., 2013). 
L’intérêt du tracking post-mortem, qu’il repose sur des méthodes d’immunohistochimie, de 
FISH ou d’analyse par PCR, est qu’il intervient après que les phénomènes biologiques 
d’interaction entre cellules hôtes et cellules souches injectées aient eu lieu. Les marqueurs 
utilisés n’ont donc aucune influence sur la physiologie cellulaire ainsi que sur le potentiel 
effet thérapeutique recherché. C’est un inconvénient que l’on peut effectivement reprocher 
aux méthodes de marquage non-invasives dites « directes » ou « indirectes » (Kircher et al., 
2011) (voir tableau 3). Par exemple, l’utilisation de gêne rapporteur pour la transfection de la 
Green Fluorescent Protein (GFP) semble avoir une certaine toxicité pour les cellules vivantes, 
comme le montre une publication de 1999 (Liu et al., 1999)  qui établit une corrélation entre 
l’expression de la GFP et l’induction de l’apoptose. De la même manière, même si c’est une 
méthode recommandée pour sa sensibilité, l’incorporation d’une grande quantité de 
nanopparticules de type MPIOs (Micron-Sized Iron-oxyde Particles, utilisés en IRM) dans les 
cellules souches engendre de la nécrose cellulaire et une altération du potentiel migratoire, 
potentiellement dû à l’interaction des particules avec le cytosquelette d’actine (Nohroudi et 
al., 2010).  
Dans la mesure où il est nécessaire d’établir des données authentiques sur les propriétés des 
CSM dans les études pré-cliniques, le choix entre un marquage post-mortem ou un marquage 
non-invasif respectant l’intégrité physique des animaux (et même des hommes sur lesquels ils 
peuvent être testés en étude clinique) se pose donc. L’efficacité des techniques 
d’immunohistochimie et d’hybridation in situ en termes de spécificité et de sensibilité en fait 
des « gold standard ». L’IRM, le scanner ou même l’imagerie optique par microscopie 
intravitale apportent une précision quasi égale, théoriquement de l’ordre de la cellule (lorsque 
les méthodes de marquage sont optimisés) (Kircher et al., 2011) (Nohroudi et al., 2010), avec 
en plus une visualisation tridimensionnelle de l’animal. Leur utilisation est cependant 
largement freinée dans les laboratoires, puisqu’elle requiert un certain nombre d’équipements 
extrêmement couteux d’une part, et qu’elle reste moins avantageuse en terme de toxicité que 
l’utilisation des méthodes de tracking post-mortem d’autre part, faute d’études plus poussées 
sur la question. 
3.1.2. Des résultats contradictoires 
L’établissement de l’innocuité des marqueurs utilisés en imagerie non-invasive nécessite des 
recherches complémentaires. Comme le font remarquer Sensebé et al., il existe des 
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contradictions dans les résultats de différentes études à propos des conséquences sur la 
physiologie cellulaire de l’utilisation de ces méthodes de tracking (Sensebé et al., 2013) 
(Chang et al., 2012) (Schmidtke-Schrezenmeier et al., 2011) (Kircher et al., 2011). Chang et 
al. rapportent en effet une différentiation altérée de CSM humaines après marquage à l’oxyde 
de fer modifié, tandis que Schmidtke-Schrezenmeier et al. montrent que les nanoparticules 
n’affectent pas les fonctions des MSC marquées. Beaucoup de publications s’accordent en 
tout cas à dire qu’il serait important d’établir des procédures plus standardisées dans 
l’estimation de la cytotoxicité des marqueurs, afin d’écarter les différences de paramètres 
expérimentaux des causes d’incohérence entre les résultats.  
De plus, la cytotoxicité de certains marqueurs peut reposer sur plusieurs critères, comme leur 
concentration intracellulaire, le type de cellule ciblée et leur composition (Kircher et al., 
2011). Pour évaluer cela il est nécessaire de tester pour chaque marqueur une batterie de types 
cellulaires et de conditions expérimentales, afin d’établir des profils de toxicité.  
 
3.1.3. De nombreuses méthodes de tracking à confronter 
Au-delà du problème de cytotoxicité que posent les techniques de marquage cellulaire ex-vivo 
et in vivo, les marqueurs vont avoir une utilité toute particulière, en fonction de leurs 
propriétés intrinsèques. Un aperçu non exhaustif des différentes techniques couramment 
utilisées, ainsi que de différents marqueurs est proposé dans le tableau 3. 
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Tableau 3. Exemples de techniques de marquage utilisées pour le tracking des CSM en recherche ou essais cliniques, comparaison. 
 Technique Marqueurs Principe Avantages Inconvénients 
Non-
invasif 
IRM Direct 
Particules superparamagnéti-
ques d’oxyde de fer 
Indirect 
Transfection (biotine ou 
protéines contenant du fer) 
Les cellules sont modifiées 
génétiquement pour se lier aux 
agents magnétiques qui seront 
visualisés par l’IRM. Soit les 
agents sont ajoutés ex vivo, 
soit in vivo. 
Permet la visualisation du corps 
entier en conservant les 
structures 
Haute résolution et image 3D 
Forte spécificité et sensibilité 
Contre-indications : implants 
métalliques, claustrophobie 
Difficulté de quantification 
Coût élevé 
Nécessite la manipulation génétique des 
cellules 
Risque de toxicité cellulaire et biais dans 
les résultats 
Scanner Direct 
111 In-oxiquinolone 
Indirect 
18F, 124 I 
Même principe que pour 
l’IRM sauf que les agents sont 
radioactifs 
Visualisation du corps entier, 
reconstruction 3D 
Haute sensibilité, permet la 
quantification 
Résolution spatiale limitée 
Radiation ionisante 
Nécessite la manipulation génétique des 
cellules, donc possibilité de biais 
Optique Luciférase (bioluminescence) 
GFP (fluorescence) 
Microscopie intravitale : 
ondes lumineuses observées à 
travers les tissus de l’animal 
vivant 
Rapide 
Tracking sur un temps illimité 
Résolution spatiale et pénétration en 
profondeur limitées 
Contraignant pour les animaux, 
uniquement animaux de petite taille  
Post-
mortem 
Immuno-
histochimie 
Ku80 (nucléaire) Marqueurs fixés sur des 
anticorps antihumains se liant 
spécifiquement à des protéines 
nucléaires ou cytoplasmiques 
  
Forte sensibilité et spécificité 
Pas de toxicité cellulaire ante-
mortem 
Haute résolution cellulaire, 
facilité de lecture histologique 
Vision 2D d’une petite partie tissulaire, 
perte d’information structurelle 
Sacrifice d’animaux 
 
hMito (mitochondrial, 
cytoplasmique) 
Cyclin B1 (cytoplasmique) 
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au microscope optique 
Rapide, coût faible 
HIS Alu Sondes ADN spécifiques des 
noyaux humains, de séquences 
hautement répétées. Se fixent 
spécifiquement par 
dénaturation / hybridation 
Forte sensibilité et spécificité 
Pas de toxicité cellulaire ante-
mortem 
Haute résolution cellulaire, 
facilité de lecture histologique 
au microscope optique 
Vision 2D d’une petite partie tissulaire, 
perte d’information structurelle 
Sacrifice d’animaux 
Manipulation lourde sur plusieurs jours 
Plus couteux que la méthode 
d’immunohistochimie 
Sacrifices d’animaux 
Cot-1 DNA 
PCR Alu Quantification de séquence 
ADN spécifiquement 
humaines 
Forte sensibilité et spécificité 
Méthode quantitative  
Rapide 
 
Méthode uniquement quantitative 
Pas de visualisation des cellules ou des 
tissus 
Sacrifices d’animaux 
Qdot  
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Notre étude vise à mettre au point et valider trois techniques d’identification des cellules 
humaines sur coupes histologiques (Cot - 1 DNA, Ku80 et hMito), se basant sur 
l’immunohistochimie et l’hybridation in situ.  
L’ADN Cot-1 se définit dans l’ouvrage « Génétique moléculaire humaine » comme un « 
échantillon contenant la plupart des séquences d’ADN répétitives et pratiquement aucune des 
séquences uniques (non répétitives) du génome humain. La longueur moyenne des fragments 
d’ADN dans un tel échantillon est d’environ 300pb. » (Pasternak, 1999).  Ces séquences sont 
utilisées en cytogénétique pour réduire le phénomène de « bruit de fond », qui rend le ciblage 
d’une séquence d’ADN unique moins précise. En effet, pour situer dans le génome une 
séquence unique, la sonde ADN doit être suffisamment large et contient par conséquent une 
portion de séquences hautement répétées. Etant donné que ces séquences sont largement 
dispersées dans tout le génome, le locus spécifiquement ciblé sera noyé dans des signaux qui 
auront souvent la même intensité (Liehr, 2009). Afin d’éliminer ce problème, l’équipe de  
Sealey et al. a proposé en 1985 d’utiliser un échantillon d’ADN total non marqué pour 
bloquer l’hybridation des sondes d’ADN unique avec les séquences répétées. Cette technique 
est toutefois moins efficace que l’utilisation d’ADN Cot-1, qui ne cible que les séquences 
répétées et ne cache donc pas les zones de l’ADN dédiées aux séquences uniques 
fonctionnelles, ainsi accessibles aux sondes labélisées (Liehr, 2009) (Landegent et al., 1987). 
Utilisée pour l’identification des cellules souches humaines, une sonde Cot-1 serait donc dans 
notre cas facilement repérable et très efficace, puisque les séquences visées sont très 
nombreuses et dispersées. 
Un des moyens de cibler les cellules humaines repose sur l’identification de ces séquences 
d’ADN hautement répétées, comme les séquences Alu qui sont des séquences d’environ 300 
pb dispersées dans tout le génome humain et qui représentent à elles seules environ 10% de 
celui-ci. Certaines sous-familles de séquences Alu sont présentes dans le génome humain 
mais absentes dans le génome des primates non-humain et des autres espèces de mammifères 
(Walker et al., 2003), ce qui les rend hautement spécifique. On les utilise notamment dans les 
recherches médico-légales avec des applications allant du sexage au test de paternité (Zhao et 
al., 2010).   
La technique d’hybridation in situ est basée sur les propriétés chimiques de l’ADN double 
brin. Une sonde ADN synthétisée à partir de la séquence choisie (ici Alu ou Cot) peut ainsi 
s’hybrider spécifiquement avec le brin d’ADN correspondant à l’intérieur des cellules 
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recherchées (ici les ASC humaines). La mise en présence de ces deux composants nécessite 
un traitement préalable des lames histologiques fixées dans le formol et incluses en paraffine, 
afin d’éliminer les barrières physiques : ce sont les étapes de prétraitement, nécessitant entre 
autre l’usage de dissolvant de la paraffine (comme le toluène) et d’une protéase.  
Une fois cette étape réalisée, la sonde est hybridée à l’ADN cible par un processus de 
dénaturation-hybridation s’appuyant sur un système d’élévation et d’abaissement de la 
température. En effet les liaisons hydrogène entre les paires de base de l’ADN bicaténaires se 
détruisent sous l’effet de la chaleur, formant 
ainsi des molécules d’ADN simple brin. 
C’est ce qu’on appelle la température de 
fusion (Tm), qui dépend de la longueur du 
fragment d'ADN, de sa composition en 
bases, et de la présence de certains ions 
dans le milieu (Brodeur, 2006). 
 
 
 
Enfin le lavage stringent est l’étape qui permet d’éliminer l’ADN qui ne s’est pas hybridé. On 
désigne par stringence le degré d’empêchement d’hybridations non spécifiques déterminé par 
des conditions de température, de pH et de force ionique comme la concentration en Na+. 
Plus une solution sera stringente (T° élevée, concentration en Na+ faible), plus l’hybridation 
moléculaire de l’ADN sera rendue difficile, et seuls les brins d’ADN très similaires pourront 
s’apparier. Au contraire, une hybridation moins spécifique se fera dans des conditions de 
stringence faible (T° basse, concentration en Na+ plus élevée). Le lavage stringent consiste 
donc à éliminer les liaisons non spécifiques entre la sonde et l’ADN de nos cellules humaines.  
L’immunohistochimie est une technique de marquage histologique in situ mettant en œuvre 
une réaction antigène-anticorps. La coupe tissulaire va être recouverte d’un anticorps 
spécifiquement choisi et lié à un marqueur. Parfois la révélation est amplifiée par l’utilisation 
d’anticorps secondaires dirigés contre l’espèce animale du premier anticorps spécifique. 
(Histologie, Lüllmann-Rauch, De Boeck Supérieur, 2008) 
Figure 4. Température de fusion moléculaire d'un fragment 
d'ADN (Extrait de Biologie moléculaire, page 137) 
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Les marqueurs humains Ku80 et hMito sont des anticorps antihumains ciblant respectivement 
des protéines de localisation nucléaire (Ku80) et mitochondriale (hMito).  La coloration 
obtenue par précipitation du chromogène après révélation se localisera donc soit au noyau soit 
au cytoplasme, et permettra la visualisation des structures cellulaires au microscope optique 
(ou à fluorescence dans le cas d’un marquage fluorescent). L’anticorps Ku80 reconnait une 
sous-unité de la protéine Ku présente dans le noyau qui intervient dans la réparation de 
l’ADN et la maintenance de la longueur des télomères (Ting 2005). Un fait intéressant est que 
la quantité de sous-unité Ku80 varie énormément en fonction de la longévité de l’espèce, 
notamment chez l’homme, la vache et la souris (Lorenzini et al., 2009). L’anticorps de lapin 
hMito quant à lui reconnait une protéine d’une soixantaine de kDa à la surface des 
mitochondries et sera donc situé dans le compartiment cytoplasmique. La spécificité des 
marqueurs a été évaluée par les sociétés commerciales, mais aussi dans une étude de 2014, 
s’assurant qu’aucune autre espèce de laboratoire, notamment la souris, ne pouvait être 
reconnue par ces marqueurs (Allard et al., 2014). 
Nous utiliserons ainsi ces trois techniques d’identification par la sonde Cot-1 DNA, et les 
anticorps anti-Ku80 et anti-hMito pour le tracking in situ des ASC humaines dans les tissus 
murins fixés au formol puis inclus en paraffine. 
 
 
3.2. La culture cellulaire pour le développement des meilleurs agents thérapeutiques 
possible 
Dans la mesure où les CSM représentent des médicaments de thérapie innovante (MTI), 
comme définit par la directive(CE) n°1394/2007 du Parlement Européen, la mise au point des 
protocoles de culture est partagée entre des équipes de recherche et des équipes cliniques, de 
façon à développer les produits les plus pertinents en terme d’efficacité thérapeutique et de 
sécurité (European Medicines Agency). Certaines questions en particulier restent encore  
ouvertes dans ce domaine, puisqu’il apparait que la prolifération cellulaire et les passages 
successifs des cellules pourraient impliquer une reprogrammation. L’équipe de Casteilla et al. 
suggère en effet que certaines caractéristiques des CSM pourraient être plus liées au procédés 
de culture qu’aux propriétés intrinsèques des CSM natives (Casteilla 2011). Baser le 
protocole thérapeutique sur l’injection de CSM cultivées est effectivement plutôt attirant, 
puisque cela permettrait d’obtenir un grand nombre de cellules-médicaments obtenues par 
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amplification à partir d’une population pure, dans des conditions sécurisées de grade clinique 
(Jorgensen et al., 2011). Les atouts d’une concentration cellulaire élevée pour la 
transplantation chez l’homme ont de plus été prouvés (Jorgensen et al., 2011) (Hernigou et 
al., 2005), ce qui n’entre pas forcément en faveur de l’utilisation des ASC natives, que l’on 
extrait en faibles quantités de la FSV. Cependant certaines études ont démontré la plus forte 
capacité régénérative des CSM natives par rapport aux CSM cultivées (Morikawa et al., 
2009), ce qui permettrait même de compenser leur plus faible nombre.  
De plus, le phénomène d’inhibition de contact induit un arrêt de la prolifération lorsque les 
CSM cultivées arrivent à confluence, ce qui pousse à réaliser des passages successifs pour 
obtenir de grandes quantités de CSM pures. Il apparait cependant que la multipotentialité des 
CSM et le taux de prolifération diminuent avec les passages (Sensebé et al. 2011b) (Banfi et 
al., 2000) (Muraglia et al., 2000), pouvant provenir du processus de senescence, présent dès 
12 à 15 doublements de population (DP). Ainsi, pour pallier à ces pertes de potentiel, Sensebé 
et Bourin préconisent la limitation du nombre de DP à 20 dans l’idée de mettre au point une 
production de CSM à usage clinique. 
Ainsi, une grande part de la recherche se trouve actuellement dans le développement des 
meilleures méthodes de culture et du choix des agents thérapeutique, dans leur nature 
(natives, cultivées) ou même leur origine (un jeune adulte serait plus approprié en tant que 
donneur (Choudhery et al., 2014)). Les milieux de culture doivent permettre le maintien du 
phénotype et des fonctions des CSM cultivées. L’utilisation de sérum de veau fœtal en tant 
qu’additif a récemment été restreinte en Allemagne, car elle pourrait provoquer des risques de 
sensibilisation (Sensebé et al., 2011b).  
La culture cellulaire est ainsi une étape clé dans la recherche et le développement des 
nouveaux médicaments à base de CSM, qui nécessite la corrélation des travaux cliniques et de 
recherche, afin de répondre à des questions d’efficacité, de productivité et d’innocuité.  
 
3.3. Les modèles animaux de la recherche en médecine régénérative : un souci pour 
l’extrapolation à l’homme ? 
 
3.3.1. Les « chimères » ou modèles de xénotransplantation 
L’effet des CSM doit être étudié dans un environnement physiologique, de façon à 
appréhender leurs véritables comportements. Beaucoup d’études sont actuellement conduites 
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sur les cellules souches animales, notamment chez le cheval où sont couramment réalisées des 
autogreffes de BM-MSC en intra-articulaire de façon à traiter l’arthrose, ou sous-cutanée de 
façon à aider à la cicatrisation des ligaments après rupture ou élongation.  Cependant il est 
indispensable de mener ces études à partir de cellules souches humaines, dans le but de s’en 
servir plus tard en médecine régénérative chez l’homme. Il reste cependant impératif de 
s’appuyer sur des modèles animaux de façon à mener les études pré-cliniques obligatoires et 
préalables à l’autorisation du lancement de toute étude clinique sur l’homme. Injecter des 
cellules d’une espèce ou greffer un tissu quel qu’il soit chez une autre espèce hôte est une 
technique appelée xénogreffe, couramment utilisée en recherche. Les modèles animaux 
auxquels on aura injecté des CSM humaines représentent alors des chimères, c’est-à-dire des 
individus composés de tissus de deux espèces différentes (Glover et al., 2010). 
Le principal problème que pose cet impératif est la réaction immunitaire physiologique 
qu’oppose tout organisme à l’encontre de particules étrangères, qui tend à rejeter la greffe, ce 
qui ne serait pas le cas dans le cadre d’une autogreffe de cellules souches mésenchymateuses. 
Bien que les cellules souches mésenchymateuses aient des propriétés immunosuppressives, et 
qu’elles sachent entrainer une réaction immunitaire incomplète, des stratégies ont dû être 
mises à jour afin de détourner le problème. Des thérapies immunosuppressives sont donc 
parfois utilisées afin de rendre l’hôte apte à recevoir la greffe, ou bien encore des animaux 
dont le système immunitaire est incompétent, comme la lignée des souris nude ou scid. La 
mutation nude du gène Whn chez la souris entraine une défectuosité dans la différentiation 
terminale des cellules épithéliales, qui aboutit, en dehors d’une absence de poils, à un défaut 
de formation du thymus et donc un défaut de production des lymphocytes T (Janeway, 2009). 
Chez la souris scid (severe combined immunodeficiency) ce sont les lymphocytes B et T qui 
ne se développent pas à cause d’une mutation récessive du gène impliqué dans le 
réarrangement des récepteurs des lymphocytes T et immunoglobulines, si bien que la greffe 
d’un thymus de souris scid chez la souris nude donnera une souris immunocompétente. Outre 
cela, il est encore possible d’utiliser des cellules souches génétiquement modifiées pour 
éliminer ou diminuer l’expression du complexe majeur d’histocompatibilité (CMH), ou 
encore de désensibiliser les hôtes par rapport aux entités étrangères (Glover et al., 2010) 
(Batten et al. 2007). 
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3.3.2. Une véritable boite à outils pour la recherche 
Il existe une grande variabilité de modèles animaux disponibles et utilisés en recherche pour 
la thérapie cellulaire.  
Les plus appréciés sont les rongeurs, en particulier les souris qui sont facilement entretenues 
en laboratoire et représentent un faible coût comparé à d’autre espèces plus grandes et plus 
difficilement reproduites comme les cochons ou les singes. L’intérêt des souris repose de plus 
sur la forte diversité des souches génétiquement fixées, à l’instar des souris nude et scid 
décrites précédemment. D’autres lignées ont été développées de façon à permettre la 
modélisation de plus en plus maladies humaines. Ces différents modèles de souris 
« humanisées » nécessitent plus ou moins de manipulations, comme par exemple le modèle 
BLT, dont le protocole laborieux implique l’implantation de foie et de thymus fœtal humain 
sous la capsule rénale de souris nod/scid, suivie d’une irradiation sub-léthale et de l’injection 
de cellules progénitrices hématopoïétiques CD34+ issues du même foie fœtal (Cachat et al., 
2012).   
 
Figure 5. Représentation schématique de la chronologie de la production des différentes souches de souris 
immunodéficientes utilisées pour la transplantation de cellules ou tissus humains. (Cachat et al., 2012) BLT : bone 
marrow liver thymus ; CPH : cellule progénitrice humaine ; DBA : dilute brown non aguti ; FAH : fumaryl acetate 
hydrolase ; FRG : FAH rag gamma ; IL2Rγ : interleukin-2 receptor gamma chain ; NOD : non obsese diabetic ; NSG : 
NOD-SCID gamma c ; Rag : recombination-activating gene ; SCID : severe combined immuno-deficiency. 
En somme, il existe une multitude de modèles animaux chimériques, plus ou moins modifiés 
dans le but d’étudier de façon précise le comportement des cellules humaines. Les modèles 
continuent d’évoluer et de se spécialiser, représentant de véritables outils dont on oublie 
souvent la nature animale au profit de la recherche scientifique.  
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3.3.3. Des avantages et des inconvénients : l’extrapolation à l’homme est-elle 
raisonnable ? 
a. La question de la taille 
Un caractère qu’il est important de souligner en vue de la difficulté d’extrapolation à l’homme 
est la taille des animaux ; en effet plus les modèles sont petits plus la dose de CSM injectées 
sera importante en comparaison des doses couramment utilisées en thérapie cellulaire chez 
l’homme. Afin d’éviter une embolie pulmonaire (Toupet et al., 2013) il faut se restreindre à 
injecter entre 0,5 et 2 millions de CSM en intraveineuse (IV) chez la souris (ce qui représente 
une dose de 20 à 80 millions de cellules par kg) (Sensebé, Fleury-Cappellesso 2013). En 
comparaison chez l’homme, dans un essai clinique d’injection de CSM en IV post-AVC, les 
patients ont reçu entre 100 et 300 millions de cellules en une seule injection (représentant une 
dose variant de plus d’1 million de cellules à moins de 4 millions/kg). Il existe donc un biais 
de dose thérapeutique quand on sait que la concentration de cellules injectées influe sur leurs 
effets (Kim et al., 2015). En dehors de cela, la petite taille ainsi que la plus faible complexité 
des organes murins ne sera pas forcément représentative de la récupération fonctionnelle d’un 
organe humain après thérapie cellulaire (Glover et al., 2010).  
b. La niche cellulaire 
Le concept de « niche cellulaire » détaillé dans un article de David T. Scadden est à la base 
des mécanismes régénératifs des cellules souches (Scadden, 2006). La niche représente un 
milieu nutritif et informationnel qui régule la croissance et l’action de ces cellules. Il existe 
cependant des différences entre les milieux physiologiques tissulaires de l’homme et des 
modèles animaux, ce qui pourrait induire des déviations dans le comportement des CSM 
injectées. Les ongulés et les primates non-humains présentent plus de similitudes 
physiologiques avec l’homme que les rongeurs (Glover et al., 2010), ce qui en fait des 
modèles intéressants. Ces correspondances physiologiques entre les cochons et les hommes 
sont même suffisamment fortes pour permettre d’espérer des transplantations d’organes 
comme le cœur ou le pancréas. Le comportement des cellules souches humaines dans le 
milieu animal produit-elle des données suffisamment fiables pour permettre une extrapolation 
au milieu humain ? Les modèles animaux aussi divers qu’ils soient représentent tous des 
avantages et des inconvénients pour la recherche, qui est faite d’impératifs financiers et 
éthiques autant que de précision scientifique.  
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c. Avantages et inconvénients des modèles animaux en recherche pré-clinique de 
thérapie cellulaire 
Le tableau suivant répertorie les différents modèles animaux utilisés en recherche pré-clinique 
pour les maladies traitées avec des cellules souches mésenchymateuses. Il reprend leurs 
avantages et leurs inconvénients pour mettre en évidence la complémentarité des différents 
modèles. 
Tableau 4. Comparaison des modèles animaux utilisés ou représentant un potentiel intéressant en médecine 
régénérative 
Modèles 
animaux 
Avantages Inconvénients Coût 
Rongeurs 
* 
**  
-Nombreuses souches immunodéficiences 
disponibles et maitrisées génétiquement 
-Facilement élevées et manipulées 
-Durée de vie courte, difficulté d’évaluer les 
effets à long terme 
-Petite taille et similitudes physiologiques 
modérées avec l’homme ne facilitant pas 
l’extrapolation 
Faible 
Ongulés 
(cochon, 
mouton, 
chèvre) * 
-Grande taille et similitudes 
physiologiques avec l’homme 
-Analyses sanguines biochimiques 
possible pour permettre de monitorer les 
paramètres de l’étude 
-lignées isogéniques disponibles  
-possibilité d’implanter les CSM 
directement dans les fœtus, évitant ainsi 
les barrières immunologiques 
-Durée de vie plus longue donc permet un 
suivi à long terme de l’innocuité et 
efficacité du  traitement cellulaire 
-la taille limite les options d’imagerie 
optique non-invasive 
-Elevage demandant des infrastructures plus 
développées et une technicité plus forte que 
pour les rongeurs 
Elevé 
Primates 
non 
humains 
* 
-Très proches de l’homme 
physiologiquement et morphologiquement 
donc très facilement extrapolables  
-Nécessite des foyers d’habitation adaptés à 
la taille et au comportement des animaux  
-Respect des règles éthiques en rapport avec 
le degré d’intelligence et de sensibilité, ou 
de la conservation des espèces 
-Le développement de relations affectives 
entre les sujets et les chercheurs peut poser 
problème 
Très 
élevé 
Embryon 
de poulet * 
-Facilité de manipulation 
-Possibilité d’augmenter la  standardisation 
des études en contrôlant les temps 
-Très petits 
-De nombreuses particularités 
physiologiques que l’on ne retrouve pas chez 
Faible 
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d’incubation et les stades embryonnaires 
-systèmes immunitaire non développé 
donc pas de rejet de greffe 
l’homme (même si l’organisation de base 
des organes et la bipédie justifie leur 
utilisation) 
Poisson-
zèbre *** 
-Technique d’imagerie optique in vivo 
grandement facilitée sur des modèles 
transgéniques, d’une qualité supérieure 
aux rongeurs 
-Modèle souple d’étude pharmaceutique 
-Système vertébré relativement simple 
pour étudier la pharmacodynamique in 
vivo 
-Au-delà de 30 jours les poissons deviennent 
immunocompétents et une thérapie 
immunosuppressive doit être introduite 
-Beaucoup de lignées mutantes sont 
difficiles à maintenir ou à reproduire 
Faible 
*(Glover et al., 2010), ** (Sensebé, Fleury-Cappellesso 2013), ***(Stoletov, Klemke 2008) 
Glover et al. concluent dans leur analyse sur les modèles chimérique qu’il serait pertinent 
pour des études pré-cliniques sur les cellules souches humaines de confronter les résultats de 
plusieurs modèles animaux, en commençant par les plus petits (peu chers et polyvalents) puis 
par les plus grands  (plus représentatifs). Ils incitent les chercheurs-médecins ou vétérinaires 
qui sont plus facilement tournés vers les grands animaux, à coopérer avec les chercheurs purs 
habitués à la manipulation des souris et rats de laboratoire, de façon à mettre en œuvre des 
études « multimodèles » et ainsi accélérer la translation à l’homme (Glover et al., 2010). 
 
Conclusion de la 3e partie 
La diversité des méthodes d’investigation sur les cellules souches mésenchymateuse illustre 
l’importance de ce champ d’étude. Il est de plus capital de standardiser les protocoles de 
façon à permettre la comparaison des résultats et d’en tirer les conclusions qui s’imposent. 
L’organisation actuelle de la recherche en médecine régénérative, recherche qui évolue aussi 
par la mise en évidence d’erreurs et qui est parfois faite de contradictions, est indicatrice de 
son récent développement. Nous cherchons ainsi dans la partie expérimentale à contribuer 
modestement à cet effort de recherche, en adaptant les techniques d’immunohistochimie et 
d’hybridation in situ au tracking d’ASC humaines chez la souris. Les marqueurs humains 
utilisés dans ce travail (Cot-1 DNA, Ku80 et hMito) permettent de visualiser les ASC in situ 
et d’apporter des informations essentielles à la compréhension des mécanismes d’action 
complexes des cellules souches dans un organisme vivant. En détournant l’utilisation 
ordinaire de l’ADN Cot-1, destiné à ne pas être vu dans les manipulations de cytogénétique, 
nous avons cherché à en faire un marqueur ubiquitaire des cellules humaines facilement 
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repérable sur coupe histologique en microscopie à fluorescence. Ku80 et hMito soulignent 
quant à eux les structures nucléaires et mitochondriales (cytoplasmique) des cellules 
humaines au microscope optique sur fond clair. Ce sont donc trois outils de recherche 
potentiellement adaptés aux questions fondamentales actuelles sur les thérapies régénératives, 
qui apportent un complément d’information aux résultats issus des autres techniques 
d’investigation.  
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2e PARTIE 
MISE AU POINT TECHNIQUE DANS L’IDENTIFICATION 
DES ASC HUMAINES DANS LES TISSUS MURINS 
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CHAPITRE 1. Objectif du travail 
La recherche sur les cellules souches mésenchymateuses en est à ses débuts et la thérapie 
cellulaire entame à peine les études cliniques depuis une dizaine d’années. Actuellement plus 
de 350 essais cliniques de thérapie cellulaire s’appuyant sur l’utilisation des cellules souches 
mésenchymateuses sont en cours dans le monde (Inserm, avril 2015). Certaines thérapies sont 
d’ores et déjà autorisées : au Canada l’injection de CSM allogéniques est utilisée pour lutter 
contre la maladie du greffon contre l’hôte chez l’enfant, alors qu’en Corée elle est utilisée 
contre l’arthrose depuis 2013. « En Europe, Holoclar est le premier médicament de thérapie 
cellulaire à avoir reçu une autorisation de mise sur le marché (en février 2015). Il est indiqué 
en cas de brûlure ou de lésions de la cornée et repose sur le prélèvement de cellules souches 
limbiques (en périphérie de la cornée) du patient et leur différenciation ex vivo en cellules 
épithéliales de la cornée destinées à être réimplantées.» (Inserm, « cellules souches et 
thérapie cellulaire », avril 2015). Il existe même des « biobanques » à l’instar de Future 
Health, une compagnie spécialisée, destinées à récolter les cellules souches issues du cordon 
ombilical afin de les conserver en prévention d’une éventuelle maladie comme la leucémie. 
Mais avant d’en arriver aux essais cliniques, une phase d’évaluation pré-clinique est 
nécessaire afin de déterminer l’efficacité des CSM, leur biodistribution tissulaire en fonction 
de la voie d’administration, leur devenir à plus ou moins long terme et leur toxicité sur 
l’organisme. Cette recherche est basée sur des études in vitro et in vivo sur modèle animal. En 
tant qu’entités cellulaires, les CSM sont des médicaments de thérapie innovante (MTI), ce qui 
rend cette étape préalable encore plus cruciale, en raison de leur complexité et du nombre 
important d’incertitudes quant à leur mode d’action et leur  innocuité. Des moyens techniques 
d’investigation tissulaire microscopique sont par conséquent indispensables pour évaluer de 
façon précise le devenir de ces cellules souches après administration. La PCR est une 
méthode d’identification qualitative et quantitative souvent utilisée qui consiste à identifier la 
présence et éventuellement évaluer la quantité de cellules humaines dans un tissu animal afin 
d’appréhender leur biodistribution ou leur rémanence dans le temps (Toupet et al., 2013). Les 
limites sont liées à l’absence de visualisation des cellules souches in situ, c’est-à-dire dans le 
tissu animal : il n’y a ainsi aucune possibilité de connaitre les caractéristiques de ces cellules, 
au plan cytologique (viabilité, évolution phénotypique), et au plan tissulaire (lieu 
d’intégration préférentiel, interactions cellulaires) autrement que par l’analyse aveugle de 
facteurs moléculaires. L’intérêt de pouvoir employer une méthode d’analyse morphologique 
microscopique en comparaison d’une méthode de PCR est donc certain, par exemple pour 
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situer la localisation des cellules administrées autour ou intégrées à une paroi vasculaire pour 
l’évaluation de leurs effets pro-angiogéniques. D’autres moyens de repérer les cellules 
souches existent, mais pourraient altérer leur biologie (voir chapitre 3.1. Tracking cellulaire).  
Notre travail s’inscrit dans l’utilisation des modèles murins immunocompromis (souris nude 
et nod-scid) pour l’étude, en routine ou lors d’essais précliniques réglementaires, de 
l’efficacité, de la biodistribution ou de la toxicité des ASC humaines sur des coupes tissulaires 
de prélèvements fixés au formol et inclus en paraffine. Nous proposons ici de mettre au point 
et de valider l’utilisation de trois marqueurs spécifiques humains, deux anticorps pour des 
techniques d’immunohistochimie (IHX) Ku80, hMito, et une sonde d’hybridation in situ en 
fluorescence (HIS) modélisée sur la séquence ADN Cot-1. Avoir à disposition des marqueurs 
humains d’immunohistochimie cytoplasmique ou nucléaire offre la possibilité de choisir le 
compartiment cellulaire marquer, afin d’éviter les recouvrements lors de polymarquages. Par 
exemple, pour mettre en évidence une différenciation des ASC en cellules endothéliales in 
situ, il serait plus approprié d’utiliser le marqueur nucléaire strict Ku80, permettant ainsi de 
combiner la détection de l’origine humaine avec le marquage membranaire de la 
différenciation endothéliale (par exemple le facteur CD31 avec PECAM-1, Barlovatz-
meimon, 2014). Il serait ainsi possible d’utiliser sur une même lame ces deux marqueurs, 
tandis qu’un co-marquage hMito (cytoplasmique)/PECAM-1 (membranaire) se confondrait et 
apporterait moins d’éléments de réponse. De même, avoir à disposition un marqueur 
d’hybridation in situ permet de réaliser des marquages délicats sur du tissu osseux par 
exemple, qui nécessite une  étape de déminéralisation dégradant les protéines, et qui est donc 
difficilement marqué par des techniques d’immunohistochimie s’appuyant sur des réactions 
anticorps/antigènes.  
La première partie du travail expérimental s’attache à la validation de trois marqueurs 
humains différents par leurs propriétés pour permettre de créer un panel d’outils techniques 
utilisables pour un large spectre d’applications en recherche ou études pré-cliniques. Dans la 
deuxième partie de notre travail nous emploierons ces marqueurs pour une étude préliminaire 
de biodistribution locale et systémique d’ASC sur tissus sains pour mettre en évidence les 
possibilités d’utilisation multiples dans la problématique de notre laboratoire d’accueil.  
 Définition du cahier des charges  
Afin de valider un protocole de marquage cellulaire, un cahier des charges doit être 
préalablement définit, de façon à discriminer les différents points clés de la méthode rendant 
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compte de la spécificité et sensibilité du marquage recherché. Nous avons donc établi les 
critères de performance suivants, qui seront à évaluer par l’analyse des lames histologiques 
marquées: 
-Validation du marquage sur la base des contrôles positifs et négatifs : spécificité du 
marquage 
-Evaluation de la sensibilité des techniques de marquage : répétabilité, robustesse sur 
différents tissus, stabilité de l’expression des marqueurs dans le temps 
-Etude de l’intérêt clinique de ces marqueurs par l’observation morphologique et 
organisationnelle des ASC administrées 
Chaque point fait ainsi partie des conditions sine qua non pour valider le protocole de 
marquage histologique, et seront donc évalués et argumentés sur la base de micrographies des 
coupes tissulaires.  
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CHAPITRE 2. MATERIELS ET METHODES 
 
2.1. Les prélèvements tissulaires 
2.1.1. Isolement de la FSV à partir du tissu adipeux humain 
Cette étape de récupération des cellules souches mésenchymateuses d’origine adipeuse a été 
réalisée dans l’équipe 2 de l’unité STROMALab (UMR UPS/CNRS5273, EFS, Inserm U1031  
basée au CHU de Rangueil) par les Drs. Olivier Abbot et Valérie Planat-Bernard dans le cadre 
d’une étude sur l’efficacité des ASC dans un modèle murin de brûlure cutanée.  
Le tissu adipeux est issu de l’hôpital Rangueil dans le service de Chirurgie Plastique, 
Reconstructrice et Esthétique du Pr. Chavoin du CHU de Toulouse, à partir de  patients sujets 
à des actes de chirurgie esthétique et réparatrice (de type liposuccion et dermolipectomie 
abdominale). Chaque patient a été informé de ces prélèvements et a fourni un certificat de non 
opposition. Ce protocole a fait l’objet d’une déclaration auprès du CHU et du CNRS.  
Après avoir été d’abord haché aux ciseaux, le tissu adipeux est digéré à 37°C sous agitation, 
dans un milieu contenant 2% de BSA et 3mg/ml de collagénase (SIGMA) pendant 45 
minutes. Les fragments non digérés sont filtrés sur membrane de nylon à 25 µm, puis les 
adipocytes matures sont séparés des cellules de la fraction stromale vasculaire par 
centrifugation à 680g pendant 10 minutes. Afin de lyser les érythrocytes, le culot est passé 
dans un tampon hypotonique de NH4Cl. Enfin, une seconde centrifugation à 600g pendant 5 
minutes permet d’obtenir un culot cellulaire correspondant à la SVF brute du tissu adipeux 
humain. 
Le nombre de cellules de la SVF est évalué à l’aide d’une cellule de numération de type 
Thoma. 
2.1.2. Culture et obtention des ASC 
Les ASC sont issues de la mise en culture de la SVF humaine dans un milieu MEMα 
(Invitrogen) supplémenté en ASP (Amphotéricine 0,25 µg/ml, Streptomycine 0,1 mg/ml, 
Pénicilline 100U/ml), en plasma humain à hauteur de 2% et en héparine (Sigma) à 10U/ml. 
Les cellules non adhérentes sont éliminées 24h après l’ensemencement par rinçage au PBS 
suivi d’un renouvellement du milieu de culture décrit ci-dessus. Les cellules sont alors 
amplifiées dans ce milieu jusqu’à obtention de la sub-confluence (80% de la confluence). 
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L’identité des ASC est vérifiée en routine par la différentiation en trois lignées cellulaires 
comme défini dans le chapitre 1.3.2. (1e partie), ainsi que sur la présence de marqueurs 
moléculaires spécifiques. 
2.1.3. Les animaux 
 
Vingt souris nude femelles Nu/Nu âgées de 6 semaines ont été hébergées en cage collective 
en atmosphère contrôlée, avec accès illimité à l’eau et l’alimentation. Les animaux ont été 
traités en accord avec le protocole validé par le service de zootechnie de l’IFR 150 à Rangueil 
N° 08/5241/B14 et par le comité régional d’éthique de Midi-Pyrénées N° MP/02/06/04/09.  
Le nombre total d’animaux inclus dans l’étude est égal à 20, de telle sorte que n=5 pour tous 
les temps de la cinétique.  
Tableau 5. Référence des souris nude en fonction de la cinétique post-administration des ASC humaines 
Cinétique de 
prélèvement 
2e jour (J2) 4e jour (J4) 7e jour (J7) 14e jour (J14) 
Souris S1 à S5 S6 à S10 S11 à S15 S16 à S20 
Référence 
histopathologique 
14-544 à  
14-548 
14-554 à 
14-558 
14-576 à 
14-580 
14-595 à 
14-599 
 
Un autre lot de 4 souris  nod-scid mâles de 7 semaines ont reçu des injections systémiques 
d’ASC (14-294 à 14-297).  
2.1.4. Protocole d’injection des cellules  
 
Les cellules ont été administrées dans le respect des animaux après anesthésie gazeuse à 
l’isoflurane. 
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Tableau 6. Sites et nombre d'ASC humaines administrées chez la souris nod-scid 
Animaux  Voie 
d’administration 
Site d’injection Nombre de cellules 
administrées 
14-294 Intramusculaire 
Sous-cutanée 
quadriceps D et G 
dos 
500 000 cellules 
500 000 cellules 
14-295 Intramusculaire 
Sous-cutanée 
quadriceps D et G 
dos 
500 000 cellules 
500 000 cellules 
14-296 Intraveineuse 
 
sinus rétro-orbitaire D 200 000 cellules 
14-297 Intraveineuse sinus rétro-orbitaire D 
et G 
2 x 200 000 cellules 
 
                                                  
 
 
2.1.5. Prélèvement des tissus murins 
Les souris sont sacrifiées par injection intrapéritonéale de pentobarbital, suivie par une 
dislocation cervicale. Le prélèvement tissulaire cutané est centré sur la lésion, avec une 
surface d’environ 1,5 cm². Le tissu mammaire M4 est aussi prélevé avec une grande marge 
d’exérèse, en dépassant sur la cuisse. Enfin, le cœur, le foie, les reins, le cerveau, la rate et les 
poumons sont prélevés et disposés dans des cassettes à biopsie entre deux mousses dans une 
solution de formol à 10% tamponnée à la neutralité. Les poumons sont insufflés avec du 
formol à l’aide d’une seringue avant d’être placés dans la cassette. Aucune lésion 
macroscopique n’a été observée à l’autopsie des souris.  
Après 48 heures de fixation les prélèvements passent dans un automate d’imprégnation puis 
un automate d’enrobage pour obtenir des blocs de paraffine et réaliser les coupes tissulaires 
de 3 µm d’épaisseur. Elles sont déposées sur des lames Superfrost plus. 
IM cuisse,  
500 000 cellules 
SC dorsale, 
500 000 cellules 
SC mammaire, 
500000 cellules 
Figure 6. Sites d'injection des ASC humaines chez les souris nude 
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2.1.6. Préparation de lames cytologiques 
Des lames témoin de cytologie de cellules humaines, murines ou de mélange de ces deux 
origines sont réalisées pour le protocole d’hybridation in situ. Une rate et un foie de souris ont 
été délités dans du NaCl, puis laissés à sédimenter dans un tube qui sera ensuite centrifugé 5 
minutes à 1200 tours par minute. Le surnageant est éliminé et un choc hypotonique est réalisé 
en rajoutant du sérum de veau nouveau-né dilué au 1/6e dans de l’eau distillée. Le choc est 
réalisé à 37°C au bain-marie pendant 20 minutes. L’étape de pré-fixation des cellules est 
ensuite réalisée en rajoutant quelques gouttes de fixateur (acide acétique 100%  et éthanol à 
100% avec un rapport 1/3), puis en centrifugeant 5 minutes à 1200 tours/ minute. Après 
élimination du surnageant le culot est remis en suspension au vortex, puis 20 ml de fixateur 
est ajouté dans le tube qui est ensuite centrifugé (5 minutes, 1200 tr/min). Cette opération est 
répétée deux fois en remplaçant le fixateur. Les cellules hépatiques et spléniques murines sont 
ensuite étalées sur lame à l’aide d’une pipette et séchées à l’air. 
Pour les étalements de cellules humaines, une culture de CSM humaines a subit le même 
traitement que précédemment,  en rajoutant une étape de fixation pour s’adapter à la taille du 
cytoplasme, plus important que pour les cellules murines.   
2.1.7. Choix des lames à marquer  
a. Lames témoins 
La spécificité du marqueur en HIS Cot-1 DNA pour les cellules humaines a été établie en 
testant en première intention le protocole sur des cellules humaines et murines. Les premiers 
essais ont été menés sur des étalements cytologiques de cellules hépatiques et spléniques de 
souris, ainsi que des étalements cytologiques de CSM humaines en culture. Des lames de 
cellules murines (témoins négatifs), humaines (témoins positifs), ou d’un mélange de cellules 
murines et humaines ont ainsi été réalisées, puis ont été hybridées avec la sonde Cot-1 DNA 
suivant le protocole décrit en annexe 2 et lues au microscope à fluorescence. 
Un témoin positif est réalisé pour chaque épreuve de marquage (Cot-1 DNA, Ku80, hMito) à 
partir d’une coupe histologique de xénogreffe sous-cutanée de cellules de lignée 
lymphomateuse humaines Karpas 299 (ALCL ALK+) chez la souris. 
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b. Echantillons 
Nous avons sélectionné les lames histologiques à marquer (Cot-1 DNA, Ku80, hMito) après 
vérification visuelle de la présence de cellules souches humaines injectées (critères 
morphologiques) sur des coupes colorées à l’hémalun-éosine de tissus musculaires et cutanés 
(tissus dont la teneur en cellules souches était la plus forte, compte tenu de l’injection locale). 
Le tissu murin receveur des ASC représente un témoin négatif intrinsèque pour chaque lame 
histologique soumise au marquage Cot-1 DNA, Ku80 et hMito. Nous avons dans un premier 
temps sélectionné les lames où il était facile d’identifier des amas de cellules, provenant des 
prélèvements de tissus ayant subi une injection locale. Dans un second temps, nous avons 
intégré l’ensemble des lames de l’essai de biodistribution par injection intraveineuse, 
correspondant aux prélèvements cités dans le paragraphe 2.1.5. , pour confronter les 
marquages HIS et IHX avec les résultats attendus dans la littérature (Sensebé et al., 2013). 
 
2.2. Protocole de marquage cellulaire des CSM adipeuses humaine par la technique 
d’hybridation in situ en fluorescence (HIS)  
 
2.2.1. Choix de la sonde ADN 
Afin de marquer les cellules humaines par la technique d’hybridation in situ, nous avons 
choisi une sonde ADN ciblant une séquence hautement répétée du génome humain et 
couramment utilisée. Nous avons alors testé deux sondes : une sonde Alu II couplée à la 
fluorescéine (BioGenex PR026-100) et une sonde Cot-1 DNA (Invitrogen Cot 15279-011) 
que nous avons marquée à la biotine. L’expérience de comparaison de l’efficacité des deux 
sondes est détaillée en annexe 3. La sonde Alu n’aboutissant à aucun marquage nucléaire, 
nous avons adapté notre protocole avec la sonde Cot-1 DNA.  
2.2.2. Protocole de marquage d’une sonde Cot-1 DNA à la biotine 
Afin d’utiliser l’ADN Cot-1 comme sonde moléculaire pour marquer les cellules humaines 
sur coupe histologique, il faut marquer cet ADN avec de la biotine. Celle-ci peut alors est 
révélée grâce à une streptavidine couplée à un fluorochrome (ici Alexa 594, rouge). 
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Figure 7. Représentation schématique d'hybridation in situ avec révélation par le système Streptavidine-biotine 
La Streptavidine peut être liée à différents marqueurs en fonction du matériel de lecture, à 
savoir un microscope optique ou un microscope à fluorescence. Nous avons utilisé un 
couplage à la Peroxydase (marqueur optique) et un couplage à l’Alexa 594 (marqueur 
fluorescent qui émet des ondes fluorescentes dans le rouge). Les étapes de révélations seront 
donc différentes en fonction de ce couplage. 
Le protocole de couplage par la technique de random priming se divise en plusieurs étapes 
clés et s’étale sur deux jours de manipulations : 
a. Préparation des échantillons d’ADN à marquer 
Tableau 7. Tableau récapitulatif des différents réactifs utilisés pour la technique de random priming 
Echantillon Laboratoire Contenu Référence 
Human Cot-1 DNA ® Invitrogen Echantillon d’ADN à 
marquer pour les 
sondes 
15279-011 
Kit BioPrime ® DNA 
Labelling System 
Invitrogen Kit de marquage 
d’ADN par random 
priming : contient les 
amorces, les dNTP et 
la Klenow (polymérase 
I)  
18094-011 
UTP couplés à la 
biotine 
Sigma Aldrich  Nucléotides couplés au 
marqueur 
- 
ADN de sperme de 
saumon 
Laboratoire de 
cytogénétique ENVT 
Sédimentation de 
l’ADN  
- 
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Il est d’abord nécessaire de diluer l’échantillon d’ADN au 1/10e, car la concentration d’ADN 
à marquer doit-être d’environ 50 ng/µL (ou 1µg si cet ADN est non purifié). Ici l’échantillon 
étant à concentration de 1mg/mL, il a été dilué en ajoutant 10 µL d’eau à 1µL d’échantillon, 
permettant d’obtenir une concentration de 100 ng/µL.  
L’ADN à marquer est ensuite répartit dans 7 tubes eppendorf différents dans lesquels on 
ajoute les réactifs nécessaires à la dénaturation pour l’étape suivante : 
-ADN (1µL) 
-Promoteurs (BioPrime) 2,5x (20µL) 
-Eau stérile (19,5 µL) 
b. Dénaturation  
La dénaturation de l’échantillon d’ADN se fait à une température de 100°C pendant 5 
minutes. Afin que les brins monocaténaires ne se réhybrident pas entre eux tout de suite, les 
tubes sont mis dans la glace pendant 3 minutes minimum. 
c. Hybridation des promoteurs et synthèse des brins d’ADN marqués à la biotine 
Le reste des réactifs est ensuite rajouté : 
- dNTP 10x (5µL) 
- UTP couplés à la biotine (3,5 µL) à 1 ng/µL 
- Fragments de Klenow (1µL), qui est en fait un fragment d’ADN polymérase 1, ayant 
conservé son activité catalytique polymérase 5’->3’ et exonucléase 3’-> 5’, mais ayant perdu 
son activité exonucléase 5’-> 3’ (responsable de la dégradation de l’ADN synthétisé). Elle est 
donc préférée à l’enzyme entière.  
La préparation est incubée à 37°C au bain-marie pendant 1h puis la réaction de 
polymérisation est stoppée avec du Stop Buffer inclus dans le kit (5µL). 
d. Précipitation des sondes marquées 
La précipitation de l’ADN est permise par une série de centrifugations à froid en présence 
d’ADN de saumon (inerte) qui permettra à l’ADN de précipiter dans de l’éthanol à 100°.  
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Il faut préalablement rajouter : 
-ADN de saumon (15µL) 
-NaCl 5M (2,91µL) 
-Ethanol 100° (900 µL) 
Il est important de ne pas passer les tubes au vortex de façon à conserver la structure des brins 
d’ADN. 
Les tubes sont ensuite mis au congélateur à -20°C pendant la nuit. Le lendemain ils sont 
centrifugés à 4°C à raison de 13000 tours/min pendant 30 minutes. Le surnageant est ensuite 
éliminé et les tubes sont de nouveau centrifugés (10 minutes) après l’ajout d’éthanol à 70°C. 
Cette dernière opération est répétée une fois. 
Les échantillons sont ensuite séchés à vide pendant 6 minutes. Enfin on rajoute dans chaque 
tube de 70 µL de la solution d’hybridation (formamide 50% Sigma Aldrich). Enfin les sondes  
sont conservées à -20°C en attendant leur utilisation.  
 
2.2.3. Protocole d’hybridation in situ adapté aux coupes histologiques 
Le protocole d’hybridation in situ est détaillé dans le guide d’utilisation du kit « Histology 
FISH Accessory Kit » du laboratoire Dako (REF. K5799) que nous avons utilisé pour les 
essais. Le kit est destiné aux coupes de tissus fixés au formol et inclues en paraffine, et 
contient tous les réactifs nécessaires à l’exception de la sonde de marquage et de quelques 
réactifs usuels de laboratoire.  
Ce protocole a été testé avec la sonde Alu II de BioGenex et est disponible en annexe 1. Il a 
cependant été nécessaire de modifier le protocole préconisé en raison d’une absence de 
résultats satisfaisants. 
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Tableau 8. Tableau récapitulatif des différents produits utilisés dans le protocole d'hybridation in situ adapté aux 
coupes histologiques murines 
Produit Composition Référence 
Wash Buffer 20x (Dako) Tampon Tris/HC, à diluer au 
1/20e dans de l’eau distillée 
Histology FISH Accessory Kit  
DAKO (REF. K5799) 
Pre-Treatment Solution 20x 
(Dako) 
Tampon MES, à diluer au 1/20e  Histology FISH Accessory Kit 
DAKO (REF. K5799) 
Pepsine prête à l’emploi (Dako) Solution de pepsine, pH 2,0 ; 
contient un stabilisateur et un 
agent antimicrobien 
Histology FISH Accessory Kit 
DAKO (REF. K5799) 
Solution SSC 20x  11666681001 Roche 
Formamide   SIGMA (REF. F9037) 
Solution de « PBT » Flacon 500mL de PBS 1x  
+500 µL Tween 20  
+0,75g BSA (Bovine Sérum 
Albumin) 
GIBCO (REF. 14190-094) 
SIGMA (REF. P1379) 
SIGMA (REF. A9647-50G) 
Solution de « Tween » Flacon 500 mL de PBS 1x 
+500 µL Tween 20 
GIBCO (REF. 14190-094) 
SIGMA (REF. P1379) 
Sonde ADN Cot-1 biotinilated Voir chapitre précédent  
 
a. Déparaffinage  
 Afin d’éliminer la couche de paraffine qui conserve les tissus, les lames (préalablement 
coupées avec une épaisseur d’environ 5 µm) doivent être plongées 3 fois consécutives dans du 
Toluène pendant 5 minutes. 
Ensuite les préparations sont réhydratées en les passant dans des bains d’alcool à 96% (2 fois 
2 minutes), puis d’alcool à 70% (2 fois 2 minutes). Elles sont ensuite placées dans le Wash 
Buffer* dilué 1x pendant 2 minutes. * Tampon Tris/HC 
b. Etapes de prétraitement  
- A la chaleur : les lames sont plongées dans la solution de prétraitement de Dako* dilué 1x à 
95°C (entre 95 et 99°C) au bain-marie pendant 10 minutes. Elles sont ensuite laissées à 
refroidir dans la solution à température ambiante pendant 15 minutes (retirer le couvercle), 
puis transférées dans le Wash Buffer 1x deux fois pendant 3 minutes. *Tampon MES (acide 2- 
[N-morpholino]éthanesulphonique) 
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- Temps de Pepsine : les lames sont disposées sur le Dako hybridizer à 37°C et quelques 
gouttes de pepsine prête à l’emploi froide y sont déposées pendant 2 minutes, puis éliminées 
par rinçage dans le Wash Buffer 1X deux fois pendant 3 minutes. 
c. Dénaturation  
Les lames et la sonde sont dénaturées séparément : 
 -pour les lames : elles sont d’abord déshydratées dans l’alcool à 70°-90°-100° (2min pour 
chaque bain) à T° ambiante, puis portées dans une solution de SSC 2x-formamide 70% à 
72°C pendant 2 minutes. Tout de suite après elles sont de nouveau déshydratées dans l’alcool 
à -20°C à 70°-90°-100 °  pendant 2 minutes pour chaque bain, puis séchées. 
 -pour la sonde : la sonde est dénaturée dans l’eau bouillante pendant 10 minutes, puis  dans la 
glace pendant 3 minutes (à étaler tout de suite après). 
Enfin la sonde est appliquée (15 µL par lame) et les lamelles sont scellées avec du rubber 
cement. 
d. Hybridation  
 Les préparations sont mises à l’étuve à 37°C avec un fond d’eau dans une cassette, pendant la 
nuit.  
e. Lavage stringent  
Une solution SSC 0,4x est portée à 72°C au bain-marie. On retire ensuite les lamelles et les 
lames attendent dans du SSC 2x à température ambiante. Elles sont alors placées dans la 
solution à 72°C pendant 2 minutes puis  réceptionnées dans une solution de PBT. 
f. Révélation  
Deux techniques ont été utilisées pour notre sonde d’ADN Cot-1 couplée à la biotine : 
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Streptavidine-Peroxydase Streptavidine-Alexa 594 
-traitement peroxydase endogène 5 minutes à 
température ambiante (déposer quelques gouttes 
sur la lame) 
-rincer au PBS 
-déposer 100µL par lame de Streptavidine 
couplée à la peroxydase (dilution 1 :500) pendant 
25 minutes. 
-rincer au PBS 2 fois 5 minutes 
-DAB pendant 10 minutes 
-rincer à l’eau et contre coloration à l’hémalun  
      Mettre les lames dans du Tween et déposer 
100 µL de solution de révélation* entre lame et 
lamelle, laisser 1h à température ambiante (noir). 
Rincer les lames dans une solution de Tween 3 
fois 5 minutes. Monter les lames avec du DAPI. 
*la streptavidiner est dilué à 1% dans du PBT.  
 
 
 
Les lames sont ensuite lues à l’aide d’un microscope photonique en fond clair ou d’un 
microscope à fluorescence. 
2.3. Protocole de marquage immunohistochimique des ASC humaines sur tissu murin 
à l’aide des marqueurs Ku80 et hMito 
2.3.1. Ku80  
Les étapes de déparaffinage et de démasquage des lames ont été conduites à l’aide du module 
de prétraitement Pt link (Dako ref. PT10126) pendant 30 min. L’anticorps polyclonal primaire 
Ku80 (Cell Signaling, ref  2753) de lapin a ensuite été appliqué à une dilution de 1/150 
pendant 50 minutes à température ambiante. Après rinçage un  anticorps secondaire anti-lapin 
de porc biotynilé est déposé sur les lames à une dilution de 1/200 pendant 25 minutes à 
température ambiante.  De la streptavidine couplée à la peroxydase (HRP) est appliquée à une 
dilution de 1/500, pendant 25 minutes à température ambiante. La révélation de la peroxydase 
se fait avec de la DAB (diaminobenzidine), laissée incubée sur les lames à température 
ambiante pendant 10 minutes.  Les tissus sont contrecolorés après la procédure 
d’immunohistochimie avec de l’hémalun pendant 15 secondes, avant d’être montés au baume. 
2.3.2. hMito  
Le déparaffinage des lames est effectué avec du Toluène 3 fois 5 minutes à température 
ambiante. Pour le démasquage les lames sont plongées dans de l’EDTA à pH 8 au bain-marie 
à 94-96°C pendant 25 minutes. L’anticorps monoclonal primaire hMito (Millipore, ref MAB 
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1273) de souris est appliqué sur les lames à une dilution de 1/100 pendant 50 minutes à 
température ambiante.  Les anticorps secondaires anti-souris sont prêts à l’emploi, 
directement couplés à un polymère HRP. Le temps d’incubation est de 30 minutes. On met 
ensuite les lames en présence de DAB pendant 10 minutes. 
Deux témoins négatifs sont réalisés, le premier par omission de la première couche (sans 
anticorps primaire), et le deuxième en réalisant une couche du même isotype (pour les 
anticorps monoclonaux) mais de spécificité différente (ici, l’anticorps monoclonal anti-CD34 
QBEnd 10 (Dako ref. IR63261)), afin de tester les réactions croisées. 
2.4. Lecture et numérisation des lames  
2.4.1. Première lecture au microscope  
La lecture des lames IHX a été effectuée sur un microscope optique Nikon Eclipse Ci équipé 
d’une caméra et d’un logiciel d’imagerie dédié (NIS-elementAR, Nikon).  
Les lames FISH ont été visualisées sur un microscope à fluorescence à épifluorescence 
ImagerZ2 couplé à un système d’analyse d’image Cytovision de Leica. 
 Certaines lames d’intérêt ont été numérisées (Panoramic 250 Flash II–3D Histech) et 
analysées en utilisant soit le Panoramic Viewer free software (v. 1.15.2, Company, City, State 
Abbr., Country), soit le logiciel d’analyse d’image image J 1.49 (v. 1.6.0_24). 
2.4.2. Numérisation  
Après une première lecture d’image des  lames au microscope pour validation du marquage,  
nous avons fait le choix de les scanner à la plateforme Imag’IN de l’Institut Universitaire du 
Cancer basé à l’Oncopole de Toulouse, notamment pour les lames marquées en fluorescence. 
Cette technique permet ainsi de conserver les images sur support informatique et d’augmenter 
le temps de conservation, tout en facilitant leur étude (lecture et prise de photo à partir d’un 
poste informatique, en utilisant le logiciel Panoramic Viewer free software, ou Image J).  
Protocole de montage des lames pour le scanner : Pour permettre le montage des coupes, les 
lames ont d’abord dû être déshydratées dans l’alcool à 70° (2 fois 5 minutes), puis à 85°, 95° 
et 100° à température ambiante. Elles sont ensuite laissées à sécher à l’obscurité pendant 15 
minutes et montées dans quelques gouttes de Vectashield contenant du DAPI (Vector H-
1200). Les lamelles sont scellées avec du vernis coloré de façon à délimiter la zone à scanner, 
puis stockées à 4°C à l’obscurité au minimum 12h jusqu’à leur numérisation. 
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CHAPITRE 3. RESULTATS 
3.1. Validation des marqueurs Cot-1 DNA, Ku80 et hMito 
3.1.1. Validation de la spécificité du marquage Cot-1 DNA sur la base des 
contrôles positifs et négatifs  sur cytologie et coupes tissulaires en paraffine 
Le marquage des lames cytologiques a été concluant avec des résultats spécifiques. 
Tous les noyaux des cellules humaines sont marqués en rouge sur les cytologies d’ASC. 
Les noyaux des cellules hépatiques et spléniques murines sont bleus : absence de marquage 
Cot-1 DNA sur les cytologies murines.  
Les cellules humaines et murines sont discriminées sur un critère de taille, le noyau des 
cellules murines étant plus petites que celui des cellules humaines (figure 8). Tous les noyaux 
des cellules de grande taille (humaines) sont marqués en rouge, et aucun noyau de cellule de 
petite taille (murine) n’est marqué (coloration bleue au DAPI). 
Le tableau ci-dessous illustre les résultats observés. 
Tableau 9. Résultats de spécificité du marquage Cot-1 DNA sur étalement cytologique humain et murin 
Résultats de spécificité H+ H- 
S+ + - 
S - + - 
 
 La capture d’image à partir du microscope à fluorescence implique de faire varier 
manuellement l’intensité lumineuse, ce qui explique la variation d’intensité de marquage sur 
les photographies. En réalité lors de la visualisation directe au  microscope,  toutes les cellules 
humaines sont marquées avec la même intensité et sont très facilement discriminées des 
cellules murines.  
De façon secondaire, il est possible d’observer un bruit de fond rouge du au fluorochrome 
Alexa, même dans le cadre d’un essai de marquage de cellules murines. Dans ce cas le 
« voile » rouge n’affecte pas les noyaux mais se dépose sur la matrice, entre les cellules ou 
par-dessus, et ne remet donc pas en cause la lecture du marquage qui est uniquement nucléaire 
(figure 8E). 
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Lames histologiques : le témoin positif histologique sur xénogreffe humaine montre une 
lumière rouge intense à faible grossissement au microscope à fluorescence, témoignant de 
l’abondance des cellules humaines dans cet échantillon tissulaire. Les noyaux humains 
marqués en rouge sont nettement majoritaires dans l’échantillon (figure 9). Quelques noyaux 
non marqués (bleus) sont observables également et représentent le stroma tumoral murin 
(vaisseaux notamment). 
Un essai de couplage de la sonde a été réalisé avec de la streptavidine-peroxydase, et les 
dernières étapes de révélation s’en sont donc retrouvées changées. De telles variations dans le 
protocole n’ont pas influencé les résultats de positivité (test sur xénogreffe). Nous avons ainsi 
établi la spécificité humaine du marqueur Cot-1 DNA et son efficacité au niveau cytologique 
et histologique.  Le buit de fond rouge a été observé de la même façon sur coupe histologique, 
mais de façon très ponctuelle sur une ou deux lames (figure 10). 
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Figure 10. Mise en 
évidence d'un bruit 
de fond rouge sur 
coupe histologique 
murine marquée au 
Cot-1 DNA. 
Marquage spécifique 
des noyaux d’ASC 
humaines en rouge 
(flèches). Un voile 
rouge général modifie 
la couleur verte de 
l’autofluorescence des 
cellules murines sur la 
lame de gauche. 
 
A B 
C D 
E 
Figure 8. Marquage cytologique humain et murin par la technique d'hybridation in situ 
au Cot-1 DNA. A : Noyaux bleus des cellules murines hépatiques et spléniques (X400). B : 
cellules humaines issues d’une culture de CSM, noyaux uniquement rouges (X400). C et D: 
mélange de cellules murines (noyaux bleus de petite taille) et humaines (noyaux rouges de 
grande taille).E :bruit de fond rouge sur lame cytologique murine (noyaux bleus murins) 
Figure 9. Témoin positif (xénogreffe de 
cellules humines tumorales chez la souris) 
au Cot-1 DNA. A : (x10) couleur rouge 
généralisée à faible grossissement. B : (x400) 
noyaux bleus du stroma tumoral murin 
(flèches), noyaux rouges de cellules tumorales 
humaines greffées présents en grande majorité 
B 
E 
A B 
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3.1.2. Validation de la spécificité des marquages Ku80 et hMito sur la base des 
témoins positifs et négatifs en histologie 
 
Dès l’étape de révélation on remarque la coloration brune généralisée des coupes 
histologiques à l’œil nu, en raison de la densité élevée de cellules humaines présentes dans la 
xénogreffe. Le témoin positif présente un marquage cytoplasmique ponctué dans le cas des 
anticorps hMito (figure 11), et un marquage nucléaire strict (nucléoplasmique et nucléolaire) 
dans le cas d’anticorps Ku80 (figure 12).  
 
 
 
 
 
 
 
  
3.1.3. Localisation sub-cellulaire des marqueurs Cot-1 DNA, Ku80 et hMito   
Le marqueur Cot-1 DNA montre une localisation nucléaire stricte sur cytologie et lames 
tissulaires. De plus sur les figures de mitose marquées sur les lames de cytologie il a pu être 
observé que la sonde se situe notamment en région centromérique des chromosomes (figure 
13 C et 14).  
Le marqueur Ku80 est nucléaire strict (nucléoplasmique et nucléolaire) (figure 13 A), tandis 
que le marqueur hMito a une distribution cytoplasmique (figure 13 B) granuleuse ou 
ponctuée, correspondant à la répartition des mitochondries dans le cytoplasme des cellules 
marquées. 
Figure 11. Coupe histologique de 
xénogreffe marquée au hMito par la 
technique d'immunohistochimie 
(x200) et (x10) 
Figure 12. Coupe histologique de xénogreffe 
marquée au Ku80 par la technique 
d'immunohistochimie (x10) et (x1000). Les noyaux 
murins (hémalun) sont minoritaires (flèches) parmi les 
noyaux humains (bruns). 
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Figure 13. Localisation subcellulaire des marqueurs Ku80, hMito et Cot-1 DNA sur coupe musculaire (X400). A : 
Marquage Cot-1 DNA nucléaire strict rouge. B : Marquage Ku80 délimité par la membrane nucléaire avec positivité 
nucléoplasmique et nucléolaire plus foncée. C : Marquage hMito ponctué brun cytoplasmique montrant différentes 
morphologies cellulaires. 
 Figure 14. Image de mitose d'ASC humaine marquée au Cot-1 DNA (x 
1000). Localisation centromérique du marqueur révélé par la streptavidine-alexa 
594.  
 
 
 
 
3.1.4. Répétabilité des techniques de marquage  
Cinq épreuves de marquage sur différentes lames (soit 20 lames) ont été réalisées une fois le 
protocole mis au point, afin d’accumuler les preuves de reproductibilité. Pour ces cinq 
manipulations la sonde a été renouvelée deux fois, donc les étapes de couplage à la biotine ont 
été réitérées de façon à les inclure dans les paramètres de variabilité. Toutes les lames ont été 
vérifiées visuellement afin de déterminer lesquelles contenaient des cellules humaines parmi 
les tissus musculaires et cutanés (tissus dont la teneur en cellules souches était la plus forte, 
compte tenu de l’injection locale). Le tissu murin de chaque lame représente un témoin 
négatif intrinsèque. Ces lames ont ensuite été soumises au marquage à la sonde Cot-1 DNA, 
Ku 80 et hMito afin de vérifier la répétabilité et la fiabilité du marquage. La spécificité du 
marquage est renforcée par la correspondance des zones de marquage en fonction des trois 
protocoles (figure 16). 
La quasi-totalité des lames identifiées comme positives avant marquage ce sont retrouvées 
effectivement positives après l’hybridation in situ, et ce sur cinq manipulations (c’est-à-dire 
cinq épreuves d’hybridation et deux épreuves de préparations de sondes différentes), chaque 
A B C 
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préparation prenant 4 jours en incluant l’étape de préparation de la sonde Cot-1 DNA couplée 
à la biotine. On peut donc raisonnablement conclure que le protocole est suffisamment 
robuste pour permettre un succès de marquage à chaque manipulation, et que le facteur 
« chance » est négligeable dans l’obtention des vrais positifs. Le protocole mis au point est  
fiable pour déterminer de la présence ou l’absence de cellules souches humaines dans un tissu 
murin. Les résultats de positivité du marquage Cot-1, Ku80 et hMito sont regroupés dans le 
tableau 10. Le marquage Ku80 est répétable, mais montre parfois une intensité faible.  
Tableau 10. Mise en évidence de la fiabilité et répétabilité des marquages Cot-1 DNA, Ku80 et hMito en comparant 
visuellement la présence 
Tissu et cinétique Référence lame Positivité 
hémalun-
éosine 
Nombre de 
lames 
marquées 
Cot-1 DNA 
Résultat 
Cot-1 
DNA 
Résultat 
Ku80 
Résultat 
hMito 
xénogreffe 732-13 + 4 + + + 
Muscles   17    
Muscle J2 14-544 3b + 4 + + + 
Muscle J2 14-554 3b + 2 + +  
Muscle J2 14-545 3a + 1 + +  
Muscle J4 14-555 3b + 2 + + + 
Muscle J7 14-577 3b + 2 + +  
Ischémie muscle 14-566 5S + 2 +   
Muscle J14 14-595 3b  2 -   
Muscle J14 14-596 3b + 2 + + + 
Peau   21    
Peau J2 14-544 2b + 2 +   
Peau J2 14-545 2a + 2 +   
Peau j4 14-558 2b + 2 + -  
Peau J4 14-555 2a + 2 + +  
Peau +mam J7 14-577 2b + 2 + + + 
Peau+mam J7 14-579 2b + 2 +   
Peau + mam J14 14-595 2a  1 -   
Peau dos  J14 14-595 1 + 2 +  + + 
Peau+mam J14 14-595 2b + 2 + + + 
Peau+ mam J14 14-598 2a + 2  +  
Peau+ mam J14 14-598 2b + 2  +  
Figure 15. Attestation visuelle de 
la présence d'ASC dans les tissus 
murins marqués à l'hémalun-
éosine. A : ilot d’ASC en région 
hypodermique du tissu cutané 
murin (14-595 1) x200. B : amas 
d’ASC dans les trames 
mésenchymateuses entre les 
faisceaux musculaires murins (14-
596 3b) x400. 
A B 
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hMito 
Marquage brun 
cytoplasmique diffus 
  
Ku80 
Marquage brun nucléaire 
strict 
  
Cot-1 DNA 
Marquage rouge 
nucléaire strict 
Muscle (14-596 3b) x100 Peau (14-577 2b) x100  
Figure 16. Comparaison visuelle des zones de marquage hMito, Ku80 et Cot-1 DNA des ASC humaines administrées chez la souris sur coupe histologique sériées contiguës de muscle 
(à gauche) et de peau (à droite). 
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3.1.5. Etude des marquages indésirables (bruit de fond, marquage non 
spécifique, réactivité croisée)  
Le marqueur hMito semble être fixé par un grand nombre de structures, indépendamment de 
la présence de cellules humaines. La figure 17 A  présente une coloration brune importante 
des adipocytes, des follicules pileux, de la couche basale de l’épiderme ainsi que du nœud 
lymphatique inguinal. Ces structures ne sont cependant pas marquées par Ku80 et Cot-1 DNA 
ce qui implique l’adsorption non spécifique de l’anticorps primaire monoclonal de souris 
hMito, pouvant faire intervenir l’isotype. Afin de vérifier cette hypothèse des témoins négatifs 
par omission de la première couche et  par remplacement de hMito par un anticorps de même 
isotype mais de spécificité différente ont été réalisés. Les résultats sont totalement négatifs 
(figure 18), et aucun marquage non spécifique n’est mis en évidence au niveau des structures 
épithéliales, indiquant l’implication de l’anticorps hMito dans ces réactions, sans que 
l’isotype en soit responsable.  
Ce marquage non spécifique s’observe aussi sur les hématies dans les vaisseaux sanguins 
pour le marqueur hMito (figure 19). Le marqueur Cot-1 DNA est quelquefois retenu par les 
adipocytes (figure 20) mais est observé au niveau de la membrane et ne peut donc être source 
d’erreur de lecture de la part de l’observateur. Pour ce qui est des structures pulmonaires, le 
protocole de marquage immunohistochimique au Ku80 produit une légère coloration du 
cytoplasme des cellules bronchiques (figure 21).  
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Figure 17. Mise en évidence d'un marquage non spécifique cutané (14-595 2b) pour le protocole hMito, région de 
coupe sans ASC. A : coloration brune cytoplasmique faible et diffus de la couche cornée de l’épiderme, des follicules pileux, 
du tissu adipeux et du nœud lymphatique inguinal après marquage hMito.  B : absence de coloration brune après marquage 
Ku80. C. Absence de coloration rouge diffuse après marquage Cot-1 DNA 
 
A 
B 
C 
Figure 18. Résultats des témoins négatifs du 
marquage hMito par omission de la première couche 
et utilisation d’un anticorps de même isotype mais de 
spécificité différente. Coupe de tissu cutané murin (14-
595 2b) (x50). Absence de marquage brun au niveau de 
la couche cornée de l’épithélium, des follicules pileux et 
des vaisseaux sanguins.  
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    Figure 19. Réactions croisées suite au marquage hMito au niveau des hématies et de l'endothélium murin, en 
comparaison du marquage Ku80 (14 544 3b). A : présence d’un marquage non spécifique brun au niveau des hématies et 
des cellules endothéliales (x400).  B : absence de coloration brune des vaisseaux et hématies (x400), C : absence de 
coloration non spécifique rouge des parois vasculaires et hématies (x400) 
 
Figure 20. Mise en évidence d'un marquage non spécifique cytoplasmique rouge au niveau des cellules adipeuses et 
endothéliales dans les tissus murins après hybridation in situ avec un marqueur Cot-1 DNA 
 
 Figure 21. Marquage non spécifique cytoplasmique des cellules bronchiques murines au Ku80. 14-297 7 (x50). 
A B C 
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3.2. Application à une étude de biodistribution après injection locale (intramusculaire 
ou sous-cutanée) ou systémique (IV rétro-orbitaire)  
3.2.1. Evaluation de la biodistribution des ASC humaines dans les tissus murins 
La lecture des lames de l’étude préliminaire de biodistribution a montré la présence de 
cellules souches chez tous les animaux ayant reçu des injections. 
Pour les injections locales, IM et SC, les cellules sont retrouvées dans les tissus cibles, en 
position intramusculaire et sous-cutanée respectivement, comme illustré sur la figure 22. 
Pour les injections intraveineuses rétro-orbitaires, quelques rares cellules positives ont été 
observées dans les poumons des 2 souris nod-scid ayant reçu l’injection systémique, et dans 
aucun autre organe.  
L’expression ubiquitaire des marqueurs Cot-1 DNA, Ku80 et hMito chez l’homme a été 
démontrée dans d’autres études, ainsi que par les laboratoires commerciaux. Dans la mesure 
où l’injection intraveineuse de cellules souches amène à en retrouver éventuellement dans de 
nombreux organes (Gao et al., 2001) (Sensebé et al., 2013) par la technique de PCR, nous 
avons trouvé pertinent de comparer les résultats de marquage obtenus avec ceux de la 
littérature sur le sujet. La cohérence des résultats de notre étude peut donc ainsi être évaluée, 
en criblant au microscope les différents organes prélevés des souris nod-scid ayant reçu une 
injection IV de cellules souches, et les tissus cutanés et musculaires des souris (nod-scid et 
nude) ayant reçu une injection locale (IM ou SC). 
L’analyse de la densité de cellules souches marquées s’est faite par appréciation visuelle des 
lames tissulaires au microscope, par 2 observateurs. Le tableau 11 montre les résultats 
comparatifs de la bibliographie avec ceux de notre étude.  
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Organe Proportion attendue de cellules 
souches d’après la littérature (en 
PCR Alu) 
Densité de marquage évaluée par 
les opérateurs dans notre étude 
Administration locale 
Muscle (IM) Elevée ***   Elevée 
Peau (SC)  Elevée à moyenne 
Administration systémique 
Poumons (IV) Faible (0,03% à 0,3 % des cellules 
injectées)* 
Faible 
Rate (IV) Faible (0,01%)* Nulle 
Pancréas (IV) Faible ** Nulle 
Foie (IV) Faible (0,15%)* Nulle 
Cerveau (IV) Faible (0,1+ /- 0,1%)* Nulle 
Cœur (IV) Faible (0,04%)* Nulle 
Tableau 11. Comparaison de la quantité de cellules souches attendues et observées en fonction du tissu et du mode 
d'injection (entre J2 et J14) 
*(Toupet et al., 2013) Injection systémique d’ASC (AD-MSC dans le texte). Analyse par PCR (détection 
séquence alu) et évaluation histologique sur coupe tissulaire colorée à l’hémalun éosine. 
** (Lee et al., 2009) injection intraveineuse de 2.106 CSM humaines. Analyse par PCR (séquence Alu). Les 
cellules sont retrouvées en très faibles quantité (entre 0,1 et 0,01%) dans 6 organes dont le pancréas. 
*** (Ramot et al., 2009) CSM humaines dérivées du placenta (PLX-PAD) injectées en intramusculaire (cuisse 
droite chez la souris nod-scid). Analyse par PCR (séquence Alu).Concentration élevée de cellules à J1 et 1 
semaine post-injection, et décroissante jusqu’à 3 mois post-injection. 
 
Une illustration des différents organes criblés est présentée sur la figure 22. 
 
Le protocole de marquage en fluorescence in situ avec la sonde Cot-1 DNA semble donc bien 
adapté pour les études de biodistribution de cellules souches mésenchymateuses. La densité 
de cellules marquées est cohérente avec les résultats attendus. De même, les marqueurs Ku80 
et hMito ont permis de repérer des cellules humaines isolées dans les poumons, mais aucune 
dans les autres organes criblés (résultats non illustrés ici) (figure 23). Les trois marqueurs sont 
ainsi suffisamment sensibles pour repérer des cellules isolées en très petite quantité 
(notamment dans les poumons), et leur spécificité permet de ne pas surestimer le nombre 
d’ASC retrouvées dans tous les tissus murins.  Mise à part l’intensité du marquage, aucune 
différence entre les 3 protocoles n’a été notée en terme de quantité ce cellules marquées, par 
appréciation visuelle. 
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Muscle 14-294 4b (x100)-positif 
 
Muscle 14-554 3b (x100)-positif Peau 14-544 2b peau+ mamelle 
(x400)- positif 
 
Peau du dos 14-595 1 (x100)-positif 
 
Poumon 14-296 7 (x400)-positif Poumon 14-297 7 (x400)-positif 
 
Rate 14-296 5 (x400)- négatif  Pancréas 14-296 5 (x400)-négatif Foie 14-296 3 (x400)-négatif 
 
Cerveau 14-296 1 (x400)-négatif  Rein 14-296 6 (x400)-négatif Coeur 14-296 8 (x400)-négatif 
 
Figure 22. Hybridation in situ en fluorescence par la sonde Cot-1 DNA des ASC administrées par voie intraveineuse 
ou locale chez les souris nod-scid et nude: appréciation de la densité de marquage en fonction des organes criblés. 
Positivité du marquage spécifique humain désignée par les flèches. Présence de cellules en grande quantité dans les tissus 
musculaires et cutanées (injections locales), en quantité modérée à faible dans les tissus pulmonaires (injection systémique 
rétro-orbitaire), et absence d’ASC dans la rate, le pancréas, le foie, le cerveau, les reins, et le cœur (injection systémique 
rétro-orbitaire).  
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Figure 23. Marquage des ASC humaines dans le tissu pulmonaire murin. A : visualisation à faible grossissement (x50) 
d’une ASC marquée au Cot-1 DNA, isolée dans le tissu pulmonaire. B et C : Visualisation à fort et moyen grossissement 
(x1000 et x400) d’ASC humaines marquées au Ku80 dans le tissu pulmonaire.  
 
 
3.2.2. Evaluation de la morphologie des ASC humaines en fonction de la 
cinétique 
Une application possible du marquage in situ des ASC dans les tissus murins est le suivit des 
cellules humaines en fonction de la cinétique post-injection (voir paragraphe 
2.2.Biodistribution). La figure 24 présente des coupes histologiques de quadriceps murins 
ayant reçu des injections intramusculaires d’ASC humaines, marquées au Cot-1 DNA à des 
temps différents après l’administration des ASC. On note que la qualité du marquage n’est 
A 
B C 
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pas altérée en fonction du temps. De plus, sur la base des critères morphologiques, on peut 
affirmer que les cellules souches injectées en intramusculaire persistantes sont vivantes et 
s’intègrent parfaitement aux tissus murins à tous les temps de la cinétique. Ces observations 
nous permettent de conclure sur l’efficacité de l’administration et de la prise de la xénogreffe 
jusqu’à 14 jours post-injection.  
La morphologie des ASC varie selon leur localisation tissulaire, au fur et à mesure de leur 
migration dans les tissus murins. Les cellules observées en amas denses aux cinétiques 
précoces montrent un phénotype ovalaire à noyau arrondi. Plus tard, elles tendent vers 
l’adoption d’un phénotype fusiforme à noyau ovalaire dans des faisceaux collagéniques ou 
lorsqu’elles sont isolées entre les fibres musculaires notamment (figure 25). Il est à noter que 
ce phénomène peut-être accentué à cause de l’incidence de coupe. Il est cependant possible 
d’observer une tendance générale de variation morphologique des ASC entre les cinétiques 
précoces et tardives, avec l’acquisition d’un phénotype tissulaire mésenchymateux typique 
(noyau ovalaire et cytoplasme fusiforme à rubané). Le marqueur hMito en particulier permet 
une appréciation de cette maturation phénotypique (figure 26), du fait de sa localisation 
cytoplasmique qui offre une visualisation de la forme cellulaire plus aisée qu’avec les signaux 
nucléaires (sonde Cot-1 DNA et IHX Ku80).  
 
 
 
 
 
 
  
  
 
83 
 
 
 
 
 
Figure 24. Attestation de la présence des ASC humaines dans les tissus musculaires murins à tous les temps de la 
cinétique jusqu'à 14 jours post-injection (x20), marquage HIS au Cot-1 DNA. A : cinétique post-injection à J2, référence 
histologique 14-544 3b. B : cinétique J4, 14-555 3b. C : cinétique J7, 14-577 3b. D : cinétique J14, 14-596 3b.  
 
A 
B 
C 
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Figure 25. Marquages immunohistochimiques anti-Ku80 des ASC (coloration nucléaire brun foncé). A: marquage des 
ASC de morphologie blastique à J0. Les cellules sont presque toutes marquées montrant une population cellulaire humaine 
pure. B: morphologie microscopique des ASC après 7 jours dans les tissus à proximité d’un muscle. Les cellules marquées 
ont une morphologie fusiforme et les noyaux sont ovalaires à oblongs. Noter une population mixte de noyaux humains 
marqués (bruns) et de noyaux murins non marqués, bleus. C: marquage des ASC à J14 montrant un mélange de cellules de 
morphologie mésenchymateuse typique (cellules fusiformes, noyaux en cigare). Les cellules marquées ne représentent 
qu’une fraction du faisceau tissulaire (Ku80 x400, x400 et x1000 respectivement). 
 
  
Figure 26. Mise en évidence de différentes morphologies d'ASC par marquage immunohistochimique anti-hMito. A : 
morphologie fusiforme des ASC  (marquées au hMito), isolées entre les faisceaux musculaires murins (X400). B : 
morphologie ovalaire  des ASC regroupées entre elles (point d’injection, zone de diffusion passive) (x400). C : observation 
des deux types morphologiques : le phénotype ovalaire (*) aux endroits de haute densité d’ASC, le phénotype fusiforme (**) 
pour des cellules plus isolées dans le tissu murin (x100).    
 
A 
B C 
* ** 
** 
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3.2.3. Observation de différentiation vasculaire des ASC 
Il a de plus été observé des images de néovascularisation sur des coupes musculaires (figure 
27) et cutanées (figure 28) de deux prélèvements de cinétiques tardives à J14, provenant de 2 
animaux différents. Ces images ont d’abord été repérées sur coloration à l’hémalun-éosine. 
L’origine humaine des cellules endothéliales néoformées a pu être confirmée par marquage 
Ku80 et hMito. Aucune autre différentiation vasculaire n’a été observée ailleurs.  
Ces silhouettes vasculaires se situent d’une part dans un faisceau de faible épaisseur au niveau 
d’un fascia musculaire et d’autre part dans un ilot conjonctif collagénique constitué au point 
d’injection sous-cutané. Les parois vasculaires sont bien marquées par les anticorps anti-Ku80 
et hMito et semblent constituées uniquement de cellules endothéliales humaines. Ce sont des 
structures vasculaires fonctionnelles, donc connectées au réseau vasculaires murin puisqu’ils 
contiennent des hématies circulantes murines (non marquées). 
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Figure 27. Acquisition d'un phénotype vasculaire des ASC à une cinétique tardive (J14) après administration des ASC 
humaines dans le tissus musculaire murin (14-598 3a). A : visualisation de vaisseaux sanguins néoformés (sur cinétique 
tardive) dans un amas d’ASC sur coupe histologique murine colorée à l’hémalun-éosine 14-598 3a (x200). B, C et D: 
marquage Ku80 des cellules endothéliale sur une autre incidence de coupe (même tissus), confirmant l’origine humaine de la 
néovascularisation (x1000). E : marquage hMito cytoplasmique ponctué des ASC humaines dans la paroi vasculaire des 
vaisseaux sanguins présents au sein du fascia musculaire murin (14-598 3a), marquant la différentiation des ASC humaines 
en cellules endothéliales. Les hématies présentent dans les vaisseaux témoignent de la fonctionnalité des vaisseaux néoformés 
(* sur la figure). 
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Figure 28. Acquisition d'un phénotype vasculaire des ASC à J14 après administration des ASC humaines dans les 
tissus cutanés murins (14- 597 2a), marquage immunohistochimique anti-Ku80 et anti-hMito. A et B : observation 
d’une néovascularisation d’origine humaine (hémalun-éosine et hMito) au sein d’un ilot conjonctif collagénique constitué au 
point d’injection sous-cutané à faible grossissement (x100 et x200). C et D : observation des cellules endothéliales d’origine 
humaine marquées respectivement au hMito (C) et Ku80 (D) à fort grossissement (x1000). Noter la présence d’hématies 
murines dans les vaisseaux d’origine humaine, témoignant de leur fonctionnalité dans les tissus murins (* sur la figure). 
B 
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3.2.4. Evaluation de la répartition/diffusion des ASC après administration locale 
Les administrations locales d’ASC ont été évaluées sur le critère de diffusion tissulaire aux 
cinétiques J14.  
Après l’injection sous-cutanée, la diffusion semble très restreinte. La majorité des cellules 
constituent un amas sous cutané de cellules fusiformes denses au sein d’une matrice 
collagénique. Quelques rares cellules éparses sont identifiées à proximité du point d’injection, 
mais il n’a pas été observé de diffusion ou d’infiltration active. 
Après l’administration intramusculaire on observe parfois un amas périmusculaire 
d’importance variable associé à une répartition intramusculaire diffuse et une accumulation de 
cellules le long des fascias conjonctifs.  
Cette différence entre les deux voies d’injections locales à des cinétiques précoces est en 
faveur d’une différence de diffusion liée aux contraintes tissulaires. La peau étant très lâche, 
l’administration sous-cutanée de la suspension d’ASC forme une bulle qui deviendra un amas 
à l’histologie. L’injection intramusculaire, dans un tissu très dense, se réparti selon les lignes 
de moindre résistance. 
Par le traitement de l’image à l’aide de logiciels histologiques tels que Panoramic Viewer ou 
ImageJ, il est de plus possible de réaliser de la morphométrie pour évaluer cette diffusion, en 
terme de surface de migration ou de surface musculaire comprenant des noyaux  marqués. Les 
données quantitatives obtenues  pour une étude standardisée (point d’injection, incidence des 
coupes histologiques) pourraient alors permettre de comparer l’efficacité de l’administration 
et de la xénogreffe par : 
- L’efficacité de diffusion des cellules, aux différentes cinétiques post-injections en 
détourant la surface comportant des ASC (figure 29A), 
-    La densité d’ASC en comptant le nombre de cellules humaines totales, sur la base de 
la surface nucléaire marquée rapportée à la surface de diffusion intégrée aux tissus 
(figure 29B). 
Comme remarqué plus haut, une partie des cellules injectées localement (IM ou SC) forme un 
amas localisé ou suit une répartition le long de la trame mésenchymateuse intermusculaire 
suivant le point d’injection, permettant ainsi de supposer l’existence d’une ligne de « moindre 
résistance » qui influerait sur une répartition précoce essentiellement mécanique des ASC 
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administrées localement.  Une proportion moins importante d’ASC est cependant observée de 
façon plus éparse loin du point de regroupement, et infiltre les plans conjonctifs 
intramusculaires et interfasciculaires, formant un mince réseau entre les fibres et témoignant 
fortement d’un potentiel phénomène de migration active (figure 30D). Il est cependant noté 
que la diffusion des ASC est limitée par la présence de fascias délimitant les loges 
musculaires (figure 30C). Certaines cellules isolées ont de même été observées dans les tissus 
adipeux adjacents, démontrant l’absence de spécificité tissulaire du potentiel migratoire 
(figure 30E et 30F) sans forcément écarter l’hypothèse d’une localisation préférentielle, faute 
d’analyse quantitative.  
L’analyse histopathologique est plus limitée pour l’appréciation de la proportion d’ASC qui 
survivent à la xénogreffe. Pour ce qui est du phénomène de multiplication ou de mort 
cellulaire, seules les observations de figures d’apoptose (à renforcer par un marquage cPARP) 
et de mitose (figure 31) nous donnent des informations et, permettent d’affirmer une réelle 
intégration de la greffe. En effet ces phénomènes du cycle cellulaire nécessitent une 
communication avec le milieu (Elmore, 2007). L’évaluation de la densité tissulaire de cellules 
marquées, donc greffées avec succès, aux différentes cinétique post-injection pourrait 
apporter un complément d’information sur l’importance de ces processus de mort cellulaire et 
de prolifération, attendus qu’une grande part de cellules soit dégradée en début de greffe, et 
que le reste des cellules intégrées dans le tissu soient capables de se multiplier.   
Notre étude préliminaire de biodistribution des ASC humaines sur tissu murin sain a permis 
de mettre en évidence le succès de l’opération de greffe jusqu’à 14 jours, ainsi que des 
phénomènes de dispersion et de différentiation cellulaire, démontrant la puissance des 
techniques de marquage mises au point.  
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Figure 29. Indice de diffusion des ASC autour d'un point d'injection. A : Mesure de la surface infiltrée en µm² par les 
ASC (marquage rouge Cot-1 DNA) et des trois plus grandes distances en µm séparant une cellule centrale d’une cellule 
éloignée du point d’injection. B : Comptage des noyaux marqués au Cot-1 DNA (913) et estimation de la surface nucléaire 
marquée (46163,461 µm²) par rendu binaire de l’image traitée au logiciel ImageJ.   
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Figure 30. Diffusion passive et migration active des ASC dans le tissu musculaire murin. A : répartition des ASC dans 
une trame mésenchymateuse entre les groupes musculaires murins à une cinétique précoce J2 (14-545 3a). B : diffusion 
légère des ASC (J4) entre les travées musculaires murines (14-555 3b). C : répartition des ASC stoppée le long d’un fascia 
musculaire murin (coloration Ku80). D : migration active des ASC entre les myocytes murins, quittant le spot initial en bas 
de la photo. E et F : infiltration active des ASC dans le tissu adipeux (adipocytes optiquement vides) adjacent au tissu 
musculaire 14-558 2b (x100) et (x200).  
  
 Figure 31. Images de mitose et d'apoptose d'ASC humaines, coloration Hémalun-éosine. A : mitose d’ASC humaine 
dans une trame d’ASC identifiées visuellement à l’hémalun éosine (14-544 3a). B : multiples figures d’apoptoses d’ASC 
repérées visuellement sur lame colorée à l’hémalun-éosine.  
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CHAPITRE 4. DISCUSSION 
 
L’importance du tracking cellulaire en recherche dans le domaine de la médecine 
régénérative s’appréhende par le nombre important d’applications qui en découlent. Afin de 
déboucher sur des biothérapies pour l’homme, les études pré-cliniques sur modèles animaux 
sont capitales et permettent de comprendre leur biologie (intégration tissulaire et persistance) 
leur mode d’action (transdifférentiation, sécrétion paracrine, immunomodulaition…)  et leur 
efficacité thérapeutique mais aussi d’étudier leur biodistribution et leur toxicité éventuelle à 
court et long terme, par le suivi des cellules humaines greffées chez l’animal de laboratoire. 
Ce sont des étapes cruciales pour la validation des protocoles thérapeutiques, qui décideront si 
oui ou non ils seront susceptibles d’être appliqués à l’homme dans des essais cliniques. 
Seulement, afin de permettre une rapide avancée des investigations, des méthodes efficaces de 
visualisation des cellules in situ doivent être adaptées, pour aller au-delà des seules analyses 
moléculaires. La complexité des thérapies cellulaires fait qu’il est nécessaire de l’appréhender 
dans son ensemble à travers des outils adéquats, de façon à écarter les biais inhérents aux 
résultats in vitro.  
Dans cette optique, nous avons mis au point trois méthodes de tracking des ASC humaines 
chez la souris, en utilisant la sonde d’HIS Cot-1, et les marqueurs immunohistochimiques 
Ku80 et hMito. Leur spécificité humaine a été confirmée par la positivité des témoins positifs 
(étalement de CSM, ainsi que xénogreffe de cellules de la lignée lymphomateuse humaine), et 
la négativité des témoins négatifs (cytologie murine, tissu murin intrinsèque). La spécificité 
humaine de ces marqueurs est déjà établie (Allard et al., 2014), l’ADN Cot-1 étant de plus 
couramment utilisé en biologie médicale de façon à bloquer les hybridations non spécifiques 
dans le criblage des micropuces tissulaires. Ici nous avons voulu développer des protocoles de 
marquage applicables pour le tracking in vivo des cellules souches mésenchymateuses sur 
coupe histologique murine incluse en paraffine, exercice souvent répété dans les études pré-
cliniques en médecine régénérative et pour l’histopathologie des essais réglementaires.  
Intérêt de développer plusieurs techniques de marquage   
Les cellules humaines portent une identité génétique qui les distingue des cellules murines. 
C’est sur cette spécificité de l’ADN que se base la technique d’hybridation in situ, qui 
consiste à lier un brin d’ADN marqué à l’ADN de la cellule cible. Dans notre étude, la sonde 
a été choisie de façon stratégique pour correspondre à une séquence suffisamment répétée et 
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suffisamment spécifique pour marquer uniquement les cellules humaines voulues. C’est à 
cause de ce principe que la séquence Alu représente un marqueur modèle pour la détection 
des cellules humaines autant par la technique d’hybridation in situ que par la technique de 
PCR (voir paragraphe 3.1.3. De nombreuses méthodes de tracking à confronter). Elle est ainsi 
utilisée dans un grand nombre d’études de suivi cellulaire (Toupet et al.,  2013) (Sensebé et 
al.,   2013) (Ramot et al., 2009). Nous avons donc initialement souhaité utiliser cette sonde 
(Alu II probe BioGenex) hautement spécifique rapportée dans la littérature. L’échec de ces 
essais d’HIS a été attribué à la sonde commerciale elle-même, et nous avons pu élaborer dans 
un second temps, grâce aux compétences du Dr. A. Pinton, une sonde d’hybridation in situ à 
partir de l’ADN Cot-1 (Invitrogen). Cet ADN est utilisé habituellement pour bloquer les 
hybridations non spécifiques sur micropuce tissulaire ou neutraliser les séquences répétitives 
pour les cartographies chromosomiques chez l’homme, puisque qu’il contient  la plupart des 
séquences d'ADN répétitives et pratiquement aucune des séquences uniques (non répétées) du 
génome humain. Cet ADN pouvait donc jouer le rôle de sonde d’HIS pour aller s’hybrider sur 
les séquences répétitives humaines. Pour sa visualisation, nous avons couplé le Cot-1 DNA 
avec de la biotine de façon à la rendre détectable par de la streptavidine-alexa 594 qui permet 
ainsi l’obtention d’une fluorescence rouge de l’ADN humain.  
Les marqueurs Ku80 et hMito sont tous deux spécifiques de protéines humaines et permettent 
une visualisation respectivement des noyaux et cytoplasmes en microscopie photonique. 
Développer des méthodes de tracking se basant sur différentes techniques (HIS et 
immunohistochimie) et différents marqueurs (Cot-1 DNA, Ku80, hMito) correspond à une 
volonté de disposer de plusieurs outils complémentaires permettant de s’adapter à différentes 
conditions expérimentales.  
Des doubles ou des  polymarquages peuvent ainsi être effectués en immunohistochimie de 
façon à confirmer l’origine humaine d’une cellule différentiée (en combinant un de nos outils 
avec par exemple un marqueur de différentiation (spécifique vasculaire, adipeux, musculaire, 
neuronal…) ou avec un marqueur de prolifération ou de mort cellulaire (marqueur 
apoptotique ou mitotique). La plupart des marqueurs de différentiation sont des marqueurs 
cytoplasmiques ou membranaires et peuvent donc être idéalement visualisés en double 
marquage avec un signal nucléaire (HIS cot-1 DNA ou anticorps anti-Ku80). Par contre les 
marqueurs d’apoptose ou de prolifération sont souvent des marqueurs nucléaires qui peuvent 
donc être combinés avec un marqueur cytoplasmique comme hMito pour identifier l’origine 
humaine des cellules dans lesquelles sont observées ces processus.   
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De plus, certaines techniques histologiques et notamment les étapes de fixation et de 
décalcification pour les tissus minéralisés comme l’os peuvent se révéler très délétères pour 
certaines protéines tissulaires. Pouvoir utiliser différents marqueurs immunohistochimiques 
ou différents outils (avec l’HIS) permet d’augmenter les chances, dans des situations 
expérimentales variées, de pouvoir tracer l’origine humaine et donc les cellules souches 
greffées. 
Etablissement d’un protocole différentiel pour l’adaptation de la méthode d’hybridation 
in situ en histologie  
 
Dans la première série d’essais de marquage des lames par la technique d’hybridation in situ 
en fluorescence, nous avons suivi les recommandations du guide d’utilisation du kit Dako, en 
utilisant la sonde Alu II Probe (PR026-100E) de BioGenex. Le protocole est détaillé en 
annexe 1. Les essais n’ont pas été concluants, et le résultat général en microscopie à 
fluorescence a montré une dégradation tissulaire importante. Nous avons donc mis en place 
une série de tests visant à vérifier différentes hypothèses sur le manque d’efficacité de ce 
protocole initial (Figure 32).  Les hypothèses sont basées sur les connaissances théoriques et 
pratiques de la technique d’hybridation in-situ. Pour que la sonde se fixe à la séquence ADN 
cible, elle doit pouvoir entrer en contact avec celle-ci. Une série de tests de différents  
« prétraitements » (pepsine notamment) ont donc été appliqués afin d’éliminer la paraffine et 
d’augmenter l’accessibilité de la cible par la digestion des protéines. Il est cependant 
nécessaire de trouver un compromis entre l’efficacité du marquage et la conservation de 
l’architecture tissulaire : un prétraitement trop drastique (concentration en enzyme, 
température et durée d’incubation) aboutirait à une dégradation du tissu et donc à une perte 
d’information. De même l’utilisation d’une plaque chauffante (Dako hybridizer) était 
responsable d’une forte dégradation des tissus. Nous avons donc adapté le protocole pour 
réaliser l’étape d’hybridation dans une étuve à 37°C.  
 
Les résultats du marquage restant négatifs avec la sonde Alu II probe de BioGenex couplée à 
la fluorescéine, d’autres essais ont été réalisés pour améliorer l’amplification du signal de la 
sonde commerciale couplée au FITC. Nous avons essayé d’utiliser un anticorps anti-FITC de 
lapin couplés à la peroxydase (HRP), une enzyme dont le substrat rajouté plus tard produit 
une couleur marron. Un anticorps secondaire anti-Rabbit couplé à la biotine a aussi été testé, 
la révélation s’appuyant sur l’ajout de Streptavidine couplée à la peroxydase. L’augmentation 
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du nombre de couche et par conséquent de l’amplification du signal n’ayant pas non plus 
donné de résultat sur les témoins positifs, nous avons conclu à une défaillance de la sonde 
commerciale elle-même, et nous avons opté pour le développement d’une nouvelle stratégie 
avec l’utilisation de sonde Cot-1 DNA. Cette option s’est avérée rapidement efficace et d’un 
cout bien moins élevé (tableau 12 comparatif). De plus, la visualisation des noyaux humains 
est extrêmement facilitée par la fluorescence rouge contrastant parfaitement avec 
l’autofluorescence verte des tissus. 
 
Tableau 12. Comparaison du prix de revient des deux marqueurs spécifiques humains évalués  (Alu II probe de 
Biogenex et Cot-1 DNA d’Invitrogen) pour la technique d’hybridation in situ sur coupe histologique 
Sonde  Alu II probe BioGenex Cot-1 DNA invitrogen 
Utilisation valorisée par le 
laboratoire 
Couplée à la fluorescéine, 
pour la technique de FISH 
sur coupe histologique 
Non couplée, destinée aux 
réactions de blocage non 
spécifique 
Conditionnement 0,650 mL 0,500 mL 
Dilution Prêt à l’emploi 1/10e   
Nombre de lame 
potentiellement marquées 
26 lames 25 000 lames mais le Kit 
Bioprime d’Invitrogen est un 
facteur limitant (30 
réactions) : donc 1500 lames  
Prix unitaire de la sonde en 
euros/ prix par lame 
1045,20 € 
soit 40 € par lame 
Cot-1 DNA invitrogen 315 € 
+ Kit Bioprime invitrogen 
380€  
+ UTP-biotine Sigma 
Aldrich 300€ (facteur non 
limitant à diluer) 
~ 1000€ pour 1500 lames 
soit 0,7€ par lame, puis 380€ 
pour renouveler le kit jusqu’à 
25 000 lames 
 
Les tests réalisés sur les différentes étapes de la technique d’HIS permettant de résoudre le 
problème de non-réactivité de la sonde lors de nos premiers essais avec la sonde commerciale 
Alu II, sont résumés dans le diagramme de la figure 32. 
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Figure 32. Protocole différentiel pour la méthode d’hybridation in situ en fluorescence adaptée à l’histologie 
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Comparaison des méthodes d’HIS et d’IHX pour le tracking des ASC sur coupes 
tissulaires 
Le temps de réalisation de la technique d’hybridation in situ (2 à 4 jours) en fait un 
inconvénient majeur comparé au marquage par immunohistochimie. Cependant la 
« fabrication maison » de la sonde d’HIS réduit énormément le coût de cette technique, qui 
compense les « coûts humains » introduits par le temps de réalisation. La révélation du 
marquage Cot-1 avec la streptavidine-Alexa 594 simplifie énormément la lecture, puisque les 
ASC sont marquées en rouge et se distinguent bien de l’autofluorescence verte du tissu murin 
ou du reste des noyaux murins colorés en bleu par du DAPI.  
La conservation des lames  de  FISH doit se faire au froid (+4°C) et à l’obscurité et le signal 
de fluorescence s’affaiblit avec le temps ce qui rend nécessaire l’acquisition des images 
d’intérêt (caméra ou scanner de lames) et leur stockage. Cette étape implique une durée et des 
couts supplémentaires, alors que les marquages en immunohistochimie sont relativement  
stables dans le temps et ne nécessitent pas de condition de stockage particulier comparé aux 
lames de routine.  
La numérisation des lames par un scanner spécialisé est une technologie qui permet de 
numériser les échantillons sur un écran d’ordinateur et, grâce au logiciel viewer associé, de 
manipuler facilement les images, d’y faire des mesures, des annotations et des captures. 
Cependant, selon la qualité des équipements et le grossissement utilisé pour la numérisation, il 
peut y avoir des problèmes de mise au point fine qui nuisent à la qualité de la lecture 
ultérieure. Concernant le scanner en fluorescence, les signaux lumineux étant reconstitués, 
l’intensité et la longueur d’onde se trouvent modifiées sur les acquisitions, qui nécessitent des 
réglages précis pour refléter exactement la réalité.  
Le tableau 13 résume les avantages et les inconvénients des trois techniques de marquage que 
nous avons mis au point dans cette étude. 
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Tableau 13. Tableau récapitulatif des avantages et inconvénients des trois techniques de marquage mis au point 
 Cot-1 DNA Ku80 hMito 
Avantages -Marquage nucléaire  facilement 
repérable 
-Observations facilitées par la 
mise en valeur des tissus murins 
avec l’autofluorescence et le 
DAPI 
-Marquage non spécifique 
adipeux facilement discriminé 
-prix 0,7€/ lame (faible pour une 
HIS) 
-Peu de réactions non 
spécifiques (sauf tissu 
adipeux et cellules 
bronchiques) 
-Rapide 
-Marquage cytoplasmique 
brun facilement repérable 
et intense, permet 
visualisation 
morphologique 
-Rapide 
Inconvénients -Présence d’un marquage non 
spécifique cytoplasmique 
adipeux 
-Manipulations sur 2 à 4 jours, 
donc coût  « humain » 
conséquent  
-Faible intensité de 
marquage 
-Coût non négligeable (239 
€ pour 100µL soit  environ 
75 lames, soit 3,2€/lame)  
-Présence de nombreuses 
réactions non spécifiques 
difficilement discriminées 
du marquage positif 
-Coût non négligeable 
(329 € pour 100 µL soit 
environ 50 lames, soit 
6,58€/ lame) 
 
La mise au point du marquage par la technique d’HIS est relativement délicate 
comparativement aux techniques d’IHX, en raison des étapes multiples influençant la 
dégradation tissulaire, mais donne des résultats très sensible, spécifiques et reproductibles une 
fois validée. Il serait intéressant de comparer quantitativement ces trois méthodes, afin 
d’évaluer leur efficacité pour l’identification tissulaire des ASC, ce qui n’a cependant pas été 
possible faute de temps et de moyens (financiers). Seules quelques lames ont été soumises aux 
trois marqueurs, et une comparaison qualitative des résultats a pu être faite (voir figures 13 et 
16) sans qu’une quantification des aires marquées n’ait pu être réalisée systématiquement sur 
un nombre d’échantillons statistiquement représentatif. 
 
Comparaison quantitative de trois méthodes de tracking similaires, une étude publiée en 
2014 
Quelques mois après l’initiation de cette thèse en 2013, l’équipe d’Allard et al. a publié une 
étude intitulée « immunohistochemical toolkit for tracking and quantifying xenotransplanted 
  
  
 
99 
 
human stem cells », qui cherche à valider des résultats de marquage immunohistochimiques et 
d’hybridation in situ en évaluant l’ubiquité et l’efficacité de trois différents marqueurs : Ku80, 
et les séquences hMito et Alu (Allard et al., 2014). Ici aussi l’argumentation repose sur le 
manque d’outils de tracking, lorsque certains marqueurs spécifiques du noyau humain 
(histone H1) sont largement utilisés sur coupes en congélation, ou d’autres ne présentent pas 
suffisamment de résultats satisfaisants en terme d’applicabilité (TRA-1-85, antigènes de 
CHM). 
Grâce à un screening tissulaire, la spécificité de ces marqueurs a été établie pour la quasi-
totalité des tissus humains. Une analyse détaillée de l’expression cellulaire des trois différents 
biomarqueurs sur tissu normal montre que la sonde Alu2 est la plus largement exprimée dans 
les tissus humains, et la plus intense. La seule différence d’expression remarquée avec Ku80 
était l’absence de ce dernier dans le noyau des spermatozoïdes. Ces marqueurs sont donc 
exprimés par la quasi-totalité des cellules humaines différentiées, et présentent ainsi un 
potentiel d’applications très large en études pré-cliniques. De plus la spécificité des 
biomarqueurs humains Alu et Ku80 a été testée après transplantation dans des  tissus murins, 
porcins ou de rat, ce qui élargit encore leur champ d’application à des modèles plus gros et 
plus proches de l’homme (comme par exemple l’étude des maladies cardiaques chez le 
cochon).  
Une limite non négligeable à l’utilisation d’hMito est sa disparition progressive des cellules 
GRP3 utilisées dans cette expérience, durant le processus de différentiation in vitro et in vivo. 
Cela met en évidence l’importance du choix du marqueur, qui doit être un outil adapté aux 
buts de l’expérience. Les marqueurs Ku80 et Alu sont cependant des instruments pertinents 
pour les études de tracking à long terme. 
Les auteurs de cette étude n’ont cependant pas pu certifier l’expression de ces biomarqueurs 
en présence de processus pathologiques comme l’inflammation ou la nécrose (cela ne faisait 
simplement pas partie des questions testées). Ils se basent sur l’exemple du marqueur Ki67 
(un marqueur de prolifération très utilisé en médecine humaine), qui a montré un marquage 
inattendu de cellules en apoptose dans des conditions pathologiques (Coates et al., 1996) 
                                                          
2 (utilisée avec la méthode d’hybridation in situ, couplée à la biotine et révélée par 
amplification avec des anticorps de lapin anti-digoxigenine, puis anti-Rabbit couplés à la 
biotine, et enfin le complexe streptavidine-peroxydase/DAB) 
 
3 (human glial-restricted precursors. L’étude est conduite à partir d’iPS indifférentiées pour 
obtenir des neurones matures, ou à partir de précurseurs gliaux  pour obtenir des astrocytes). 
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(Baisch , 2002),  et qui est  inhibé dans des conditions hypoxiques (Verheijen et al., 1989). 
L’utilisation de marqueurs additionnels comme Cycline B1 et c-PARP (marqueur 
apoptotique) est donc recommandé pour mettre en évidence les phases cellulaires et les 
confronter aux résultats de marquage afin de déterminer si Ku80, Alu et hMito sont bien 
exprimés.  
 
Complémentarité des méthodes de tracking  
Il est possible d’obtenir des indices de marquage en utilisant le logiciel Image J gratuitement 
téléchargeable sur internet (http://imagej.nih.gov/ij/). L’obtention de ces indices nous permet 
alors d’obtenir une base de données quantitative de façon à comparer la sensibilité des trois 
méthodes, mais n’est cependant pas adaptée au comptage cellulaire. En effet, les captures 
d’images traitées par le logiciel ne permettent pas de discriminer suffisamment les cellules à 
faible grossissement. Cependant en utilisant des images suffisamment précises à fort 
grossissement, le comptage cellulaire est tout à fait réalisable, même si il reste fastidieux car il 
impliquerait de screener la totalité des coupes tissulaires issues du prélèvement. Il serait sans 
doute possible de contourner le problème en faisant une estimation du nombre de cellules sur 
la base d’une régression linéaire (nombre de cellule par µm² de tissus par exemple), mais cela 
impliquerait forcément un biais et ne serais pas aussi précis que la technique de PCR qui offre 
de très bons résultats.  
L’intérêt de quantifier les cellules souches administrées est de comparer l’efficacité de 
différentes voies d’administration, de différents excipients ou encore de différentes 
populations cellulaires. Il est aussi potentiellement possible, dans des modèles d’étude très 
standardisés, d’évaluer l’évolution des surfaces comportant des cellules humaines positives 
afin de déterminer l’évolution des populations d’ASC, et notamment l’existence d’une 
infiltration active des tissus post-transplantation. La plupart des méthodes de quantification se 
basent sur l’utilisation de la PCR, qui ne permet pas la visualisation des cellules in situ, et 
perd donc un grand nombre d’informations capitales. Le scanner le lame montrant une 
résolution optique faible, la quantification des ASC greffées par l’utilisation de logiciels de 
traitement d’image n’est  pas assez sensible pour évaluer avec précision le nombre de cellules 
humaines, et ne permet que l’obtention d’indices pour la comparaison de surfaces marquées 
entre deux images.  A l’opposé la méthode de PCR ne fait pas de distinction entre les cellules 
vivantes ou les cellules apoptotiques, ou encore les cellules fusionnées, et réalise un comptage 
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sensible mais aveugle des cellules humaines greffées dans les tissus murins qu’elles soient 
fonctionnelles ou non. Il y a donc un réel intérêt à utiliser ces deux méthodes de quantification 
complémentaires, l’une étant plus sensible, l’autre plus visuelle. 
 
Puissance des outils validés dans l’étude préliminaire de biodistribution 
Cohérence de nos résultats avec la littérature utilisant la technique quantitative de PCR 
Concernant les résultats de notre étude préliminaire de biodistribution, une cohérence 
satisfaisante a été observée avec les résultats montrés dans la littérature. Par exemple, 
seulement une dizaine de cellules positives par lame ont été identifiées sur les coupes de 
poumons après injection intraveineuse, ce qui correspond bien au pourcentage faible de 
cellules retrouvées dans les poumons après injection systémique dont parlent Toupet et al. 
(0,3% des cellules injectées). Comme expliqué plus haut, il serait très difficile d’avoir une 
vision globale du nombre de cellules présentes dans le tissu prélevé avec nos méthodes de 
marquage, car cela impliquerait le screening de la totalité des coupes, avec traitement 
systématique des images par un logiciel, et les inconvénients que cela représente. Il serait 
cependant intéressant de faire ce travail pour pouvoir comparer les résultats avec ceux issus 
de la PCR quantitative, afin de discriminer finement notre technique de celles utilisées en 
routine dans la littérature.  
Différentiation vasculaire 
Dans notre étude il a été possible d’objectiver un phénomène décrit comme rare de 
transdifférentiation des ASC injectées en structures vasculaires humaines et fonctionnelles.  
La transdifférentiation vasculaire par les ASC a été démontrée in vitro (Kim et al., 2007) et in 
vivo (Planat-Bernard et al., 2004) par l’expression de marqueurs spécifiques de la 
différentiation angiogénique (notamment les facteurs MMP9 et CD31). Ici les vaisseaux 
d’origine humains ont été observés sur deux localisations différentes (muscle et tissus sous-
cutané) de deux animaux à une cinétique avancée, c’est-à-dire 14 jours après l’injection locale 
des ASC. On a pu observer des structures vasculaires de petit diamètre, marquées en 
immunohistochimie par les anticorps hMito et Ku80. Ces structures, à cellules endothéliales 
d’origine humaines dérivées des ASC injectées, contiennent des globules rouges murins, 
témoignant de leur caractère fonctionnel. Cependant nous n’avons pas observé ces images sur 
d’autres prélèvements, ce qui pourrait témoigner de la rareté du phénomène de 
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transdifférentiation vasculaire des ASC in vivo. De façon plus fréquente on observe  une 
localisation des ASC en périphérie des structures vasculaires, ce qui reste cohérent avec leur 
propriété angiogénique décrites dans la littérature (Kim et al., 2007) (Rehman 2004). En effet 
le potentiel angiogénique particulier des ASC passe non seulement par la transdifférentiation 
en cellules endothéliales (qui reste rare et minoritaire),  mais surtout par la sécrétion paracrine 
de facteurs proangiogéniques, qui permettent aux cellules d’agir à distance pour orchestrer un 
processus de néovascularisation favorisant la réparation tissulaire. Les trois méthodes de 
marquage mises au point sont donc suffisamment puissantes pour pouvoir objectiver et 
visualiser des phénomènes de transdifférentiation et de répartition périvasculaire, intéressants 
pour l’évaluation du potentiel thérapeutique des ASC. 
Evaluation de la variation morphologique des ASC en fonction de la cinétique et de la 
localisation 
L’histopathologie permet d’observer la morphologie des cellules et leur évolution à la fois 
dans le temps et en fonction des tissus dans lesquels elles sont transplantées. Dans notre étude 
nous avons pu observer un changement de phénotype des ASC injectées dans les tissus 
musculaires et cutanés murins, en fonction du temps post-injection et en fonction de la 
localisation intra-tissulaire des cellules humaines. En effet pour les cinétiques précoces, les 
cellules ont tendance à être rassemblées en amas autour du point d’injection au sein d’une 
matrice collagénique ou le long de fascias musculaires, et montrent un phénotype ovalaire à 
noyau arrondi cohérent avec leur nature de cellule souche immature. Avec le temps on 
observe des ASC isolées des amas, qui adoptent un phénotype fusiforme de cellule 
mésenchymateuse typique. Le marqueur hMito en particulier permet d’observer facilement la 
morphologie des cellules en soulignant la forme de leur cytoplasme, et représente de ce point 
de vue un outil intéressant pour apprécier le phénomène de maturation des ASC in vivo, sur 
tissu sain voir pathologique.  
Evaluation de l’efficacité des différents modes d’administration 
Premièrement nous avons pu observer, pour tous les animaux de cette étude, des cellules 
humaines qui persistent dans les tissus musculaires et cutanés en nombre significatif, 
témoignant de l’efficacité des greffes d’ASC par injection locale.  
Pour les souris ayant reçu une injection systémique d’ASC, nous avons pu observer un 
piégeage au niveau du « filtre » pulmonaire comme indiqué dans la littérature (Sensebé et al., 
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2013). La réalisation, délicate, de l’injection intraveineuse en rétro-orbitaire est donc bien 
validée. Nous avons utilisé  ce mode d’injection systémique sur seulement deux souris. Il 
serait donc intéressant de marquer les tissus pulmonaires des souris qui n’ont reçu qu’une 
injection locale, de façon à savoir si elle entraine une circulation et une diffusion des cellules 
souches dans l’organisme au même titre que l’injection systémique. En effet cette question est 
assez peu étudiée, et les études de biodistribution évaluent surtout les modes d’administrations 
par voie générale. A ce propos Ramot et al. ont publié en 2009 une étude évaluant la 
biodistribution de cellules souches mésenchymateuses dérivées du placenta (PLX-PAD) 
suivant leur injection intramusculaire (muscle de la cuisse droite) chez la souris. L’analyse de 
la quantité des cellules humaines retrouvées dans les tissus est réalisée par la technique de 
PCR (séquence Alu) sur 3 mois (1 jour, 1 semaine, 1 mois et 3 mois). Les résultats ont montré 
qu’aucune CSM n’a été retrouvée dans la totalité des organes prélevés, ni même dans le sang, 
les poumons ou la moelle osseuse, excepté dans le muscle injecté où la concentration en 
cellules humaines était très importante. Il semble donc que l’administration locale de CSM 
permette de maximiser la quantité de cellules souches sur un point précis, ce qui représente un 
intérêt pour augmenter l’effet thérapeutique ou limiter les risques liés à la recirculation 
(comme l’embolie pulmonaire par exemple). Cette hypothèse est supportée par l’équipe de 
Toupet et al. qui ont cherché à évaluer la sécurité de l’injection intra-articulaire des ASC pour 
le traitement des rhumatismes (Toupet et al., 2013).  
La diffusion des ASC au sein des tissus musculaires et cutanés reste cependant possible, à 
l’échelle du tissu, comme en témoignent nos résultats de marquage. Les contraintes 
mécaniques des tissus ont un rôle très probable dans la diffusion passive des cellules suivant 
leur injection (hypoderme lâche favorisant la formation d’une bulle d’ASC au sein d’une 
matrice collagénique, et lignes de moindre résistance dans les travées musculaires formant des 
cohortes d’ASC). La question de la migration active des cellules souches après une certaine 
cinétique se pose, car nous observons des cellules isolées des autres entre les faisceaux 
musculaires murins ou encore dans le tissu adipeux éloignés du site d’injection primaire. 
Nous pourrions imaginer d’évaluer ce phénomène en mesurant des surfaces de répartition des 
cellules en fonction de la cinétique, pour voir s’il existe une tendance à la stabilité ou à la 
migration active au cours du temps. En ce sens les techniques de marquage histologique des 
ASC mises au point dans cette étude sont bien adaptées, et permettraient de faire facilement 
des mesures grâce à un viewer informatique. 
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Les études de biodistribution apportent déjà des connaissances multiples sur le devenir des 
ASC après transplantation sur les tissus sains. L’évaluation de leur efficacité thérapeutique 
dans les modèles lésionnels pourrait apporter un nouveau regard sur ces connaissances en 
comparant les comportements des cellules souches (augmentation des phénomènes de 
différentiation, de migration vers le site lésionnel, de multiplication ou d’angiogenèse par 
exemple). La possibilité d’observer directement les cellules injectées in situ représente un 
avantage certain pour répondre à ces questions, dans la mesure où il est possible de visualiser 
directement la localisation et l’agencement des populations d’ASC au sein même du site 
lésionnel, ainsi que leur phénotype ou encore les remaniements du tissu environnant en 
fonction de la cinétique, témoignant ou non d’une évolution lésionnelle positive. Les études 
de biodistribution des thérapies cellulaires se doivent donc d’apporter un point de vue 
qualitatif aux résultats quantitatifs obtenus en routine, qui utilisent les techniques de PCR. 
L’intérêt de déterminer l’agencement des ASC dans les tissus, ainsi que leur persistance et 
leur organisation à long terme est certain, et les méthodes de visualisation histologiques 
permettront d’avancer à grand pas dans ce domaine. 
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CONCLUSION 
Nous avons validé trois méthodes d’identification tissulaire spécifique à l’aide de la sonde 
d’HIS Cot-1 DNA, et des anticorps d’immunohistochimie Ku80 et hMito pour le tracking des 
cellules souches mésenchymateuses d’origine adipeuse humaines dans les tissus murins inclus 
en paraffine. Ces trois techniques permettent l’identification des cellules humaines à des 
cinétiques avancées, voire de cellules différentiées. Même si les contraintes techniques sont 
plus grandes pour Cot-1 DNA que pour les marqueurs Ku80 et hMito utilisés en 
immunohistochimie, la spécificité du marquage reste, à mon avis, meilleure en raison de 
l’intensité et du contraste du marquage des ASC humaines, ainsi que du marquage non 
spécifique cytoplasmique relativement faible. La validation de ces méthodes de tracking 
s’inscrit dans une volonté de développer les outils techniques et scientifiques de la recherche 
en médecine régénérative. Les études pré-cliniques sur modèle animaux en sont demandeuses 
pour évaluer la biologie et le devenir des CSM humaines dans les tissus sains et 
pathologiques. Les résultats de cette thèse en particulier, et les protocoles mis au point, sont 
déjà en cours d’utilisation pour des programmes de recherche, notamment au laboratoire 
StromaLab du CHU de Rangueil. Ce travail initié par le service d’anatomie-pathologique à 
l’école vétérinaire de Toulouse marque le début d’une série d’études en cours ou à venir 
débouchant sur des essais cliniques chez le chien (administration d’ASC autologues pour le 
traitement des lésions parodontiques) et le cheval (modèle d’injection intra-articulaire de BM-
MSC pour le traitement des lésions articulaires). L’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse 
exprime ainsi sa volonté d’intégrer la médecine régénérative aux méthodes thérapeutiques 
vétérinaires modernes, et montre à cet égard une motivation prometteuse et certainement très 
enrichissante pour l’avenir.  
 
 
 
 
 
 
 
  
  
 
106 
 
 
  
  
 
107 
 
BIBLIOGRAHIE 
ACQUISTAPACE A, BRU T, LESAULT PF, FIGEAC F, 
COUDERT AE, LE COZ O, CHRISTOV C, BAUDIN X, AUBER 
F, YIOU R, DUBOIS-RANDÉ JL, RODRIGUEZ AM, 2011, 
Human mesenchymal stem cells reprogram adult cardiomyocytes 
toward a progenitor-like state through partial cell fusion and 
mitochondria transfer. Stem Cells. 2011 May;29(5):812-24. 
 
ALLARD, Justine, Ké, LOPEZ, Xavier Moles, BLANCHARD, 
Stéphane, BARBOT, Paul, RORIVE, Sandrine, DECAESTECKER, 
Christine, POCHET, Roland, BOHL, Delphine, LEPORE, Angelo 
C, SALMON, Isabelle and NICAISE, Charles, 2014, 
Immunohistochemical toolkit for tracking and quantifying 
xenotransplanted human stem cells. Regenerative Medicine. July 
2014. Vol. 9, no. 4, p. 437–452. DOI 10.2217/rme.14.26. 
  
 
ANKRUM, James A, ONG, Joon Faii and KARP, Jeffrey M, 2014, 
Mesenchymal stem cells: immune evasive, not immune privileged. 
Nature Biotechnology. 23 February 2014. Vol. 32, no. 3, p. 252–
260. DOI 10.1038/nbt.2816. 
  
 
BADILLO, Andrea T., BEGGS, Kirstin J., JAVAZON, Elisabeth 
H., TEBBETS, Jessica C. and FLAKE, Alan W., 2007, Murine 
Bone Marrow Stromal Progenitor Cells Elicit an In Vivo Cellular 
and Humoral Alloimmune Response. Biology of Blood and Marrow 
Transplantation. April 2007. Vol. 13, no. 4, p. 412–422. 
DOI 10.1016/j.bbmt.2006.12.447. 
  
BAISCH H, 2002, Elevated Ki-67 expression is correlated with 
TNFalpha- and IFNgamma-induced apoptosis in tumour cells. Cell 
Prolif. 2002 Dec;35(6):333-42 
BANFI A, MURAGLIA A, DOZIN B, MASTROGIACOMO M, 
CANCEDDA R, QUARTO R, 2000, Proliferation kinetics and 
differentiation potential of ex vivo expanded human bone marrow 
stromal cells: Implications for their use in cell therapy. Exp 
Hematol. 2000 Jun;28(6):707-15. 
BATTEN P, NA ROSENTHAL,  MH YACOUB, 2007,  Immune 
response to stem cells and strategies to induce tolerance Published 
29 August 2007.DOI: 10.1098/rstb.2007.2120 
 
BARBASH, I. M., 2003, Systemic Delivery of Bone Marrow-
Derived Mesenchymal Stem Cells to the Infarcted Myocardium: 
Feasibility, Cell Migration, and Body Distribution. Circulation. 4 
August 2003. Vol. 108, no. 7, p. 863–868. 
DOI 10.1161/01.CIR.0000084828.50310.6A. 
  
BARKHOLT L, FLORY E, JEKERLE V, LUCAS-SAMUEL S, 
AHNERT P, BISSET L, BÜSCHER D, FIBBE W, FOUSSAT A, 
KWA M, LANTZ O, MAČIULAITIS R, PALOMÄKI T, 
SCHNEIDER CK, SENSEBÉ L, TACHDJIAN G, TARTE K, 
TOSCA L, SALMIKANGAS P, 2013, Risk of tumorigenicity in 
mesenchymal stromal cell-based therapies--bridging scientific 
observations and regulatory viewpoints. Cytotherapy. 2013 
Jul;15(7):753-9. 
BARLOVATZ-MEIMON Georgia,RONOT Xavier, (2014) 
Cultures de cellules animales . 3e Edition. Paris : Lavoisier. 649p. 
ISBN 9782743019891 
 
BERGERS, Gabriele, BREKKEN, Rolf, MCMAHON, Gerald, VU, 
Thiennu H., ITOH, Takeshi, TAMAKI, Kazuhiko, TANZAWA, 
Kazuhiko, THORPE, Philip, ITOHARA, Shigeyoshi, WERB, Zena 
and OTHERS, 2000, Matrix metalloproteinase-9 triggers the 
angiogenic switch during carcinogenesis. Nature cell biology. 2000. 
Vol. 2, no. 10, p. 737–744. 
  
 
BERNARDO, M. E., ZAFFARONI, N., NOVARA, F., COMETA, 
A. M., AVANZINI, M. A., MORETTA, A., MONTAGNA, D., 
MACCARIO, R., VILLA, R., DAIDONE, M. G., ZUFFARDI, O. 
and LOCATELLI, F., 2007, Human Bone Marrow Derived 
Mesenchymal Stem Cells Do Not Undergo Transformation after 
Long-term In vitro Culture and Do Not Exhibit Telomere 
Maintenance Mechanisms. Cancer Research. 1 October 2007. 
Vol. 67, no. 19, p. 9142–9149. DOI 10.1158/0008-5472.CAN-06-
4690. 
  
BRODEUR, TOUSSAINT, (2006) Biologie moléculaire. 3e 
Edition. Projetbleu. p 137 
BURNET F.(1970), Immunological surveillance. First Edition. 
Australia : Pergamon press. SNB 080174817 
CACHAT Anne; VILLAUDY Julien; RIGAL Dominique; 
GAZZOLO Louis; DUC DODON Madeleine; 2012,  Les souris ne 
sont pas des hommes et pourtant. MS. Médecine sciences    ISSN  
0767-0974  2012, vol. 28, no1, pp. 63-68 
CAPLAN AI, BRUDER SP, 2001, Mesenchymal stem cells: 
building blocks for molecular medicine in the 21st century. Trends 
Mol Med. 2001 Jun;7(6):259-64. 
 
CASTEILLA, Louis, 2011, Adipose-derived stromal cells: Their 
identity and uses in clinical trials, an update. World Journal of Stem 
Cells. 2011. Vol. 3, no. 4, p. 25. DOI 10.4252/wjsc.v3.i4.25. 
  
CHAMBERLAIN G, FOX J, ASHTON B, MIDDLETON J, 2007, 
Concise review: mesenchymal stem cells: their phenotype, 
differentiation capacity, immunological features, and potential for 
homing. Stem Cells. 2007 Nov;25(11):2739-49. 
CHANG YK, LIU YP, HO JH, HSU SC, LEE OK, 2012, Amine-
surface-modified superparamagnetic iron oxide nanoparticles 
interfere with differentiation of human mesenchymal stem cells. J 
Orthop Res. 2012 Sep;30(9):1499-506. 
 
CHARBORD, Pierre and CASTEILLA, Louis, 2011, La biologie 
des cellules souchesmésenchymateuses d’origine humaine. 
médecine/sciences. March 2011. Vol. 27, no. 3, p. 261–267. 
DOI 10.1051/medsci/2011273261. 
  
 
CHEN, Jieli, LI, Yi, WANG, Lei, ZHANG, Zhenggang, LU, 
Dunyue, LU, Mei and CHOPP, Michael, 2001, Therapeutic benefit 
of intravenous administration of bone marrow stromal cells after 
cerebral ischemia in rats. Stroke. 2001. Vol. 32, no. 4, p. 1005–
1011. 
  
  
  
 
108 
 
 
CHEN, X.-c., WANG, R., ZHAO, X., WEI, Y.-q., HU, M., WANG, 
Y.-s., ZHANG, X.-w., ZHANG, R., ZHANG, L., YAO, B., WANG, 
L., JIA, Y.-q., ZENG, T.-t., YANG, J.-l., TIAN, L., KAN, B., LIN, 
X.-j., LEI, S., DENG, H.-x., WEN, Y.-j., MAO, Y.-q. and LI, J., 
2006, Prophylaxis against carcinogenesis in three kinds of 
unestablished tumor models via IL12-gene-engineered MSCs. 
Carcinogenesis. 18 August 2006. Vol. 27, no. 12, p. 2434–2441. 
DOI 10.1093/carcin/bgl069. 
  
CHEN MF, LIN CT, CHEN WC, YANG CT, CHEN CC, LIAO 
SK, LIU JM, LU CH, LEE KD, 2006b, The sensitivity of human 
mesenchymal stem cells to ionizing radiation.  Int J Radiat Oncol 
Biol Phys. 2006b Sep 1;66(1):244-53. 
 
CHOI, Yu Suk, DUSTING, Gregory J., STUBBS, Samantha, 
ARUNOTHAYARAJ, Sandeep, HAN, Xiao Lian, COLLAS, 
Philippe, MORRISON, Wayne A. and DILLEY, Rodney J., 2010, 
Differentiation of human adipose-derived stem cells into beating 
cardiomyocytes. Journal of Cellular and Molecular Medicine. April 
2010. Vol. 14, no. 4, p. 878–889. DOI 10.1111/j.1582-
4934.2010.01009.x. 
  
 
CHOUDHERY, Mahmood S., BADOWSKI, Michael, MUISE, 
Angela, PIERCE, John and HARRIS, David T., 2014, Donor age 
negatively impacts adipose tissue-derived mesenchymal stem cell 
expansion and differentiation. J Transl Med. 2014. Vol. 12, no. 8, 
p. 10–1186. 
  
COATES PJ, HALES SA, HALL PA, 1996,  The association 
between cell proliferation and apoptosis: studies using the cell 
cycle-associated proteins Ki67 and DNA polymerase alpha. J 
Pathol. 1996 Jan;178(1):71-7. 
 
COUSIN, Beatrice, RAVET, Emmanuel, POGLIO, Sandrine, DE 
TONI, Fabienne, BERTUZZI, Mélanie, LULKA, Hubert, TOUIL, 
Ismahane, ANDRÉ, Mireille, GROLLEAU, Jean-Louis, PÉRON, 
Jean-Marie, CHAVOIN, Jean-Pierre, BOURIN, Philippe, 
PÉNICAUD, Luc, CASTEILLA, Louis, BUSCAIL, Louis and 
CORDELIER, Pierre, 2009, Adult Stromal Cells Derived from 
Human Adipose Tissue Provoke Pancreatic Cancer Cell Death both 
In Vitro and In Vivo. PLoS ONE. 17 July 2009. Vol. 4, no. 7, 
p. e6278. DOI 10.1371/journal.pone.0006278. 
  
 
CRISAN, Mihaela, YAP, Solomon, CASTEILLA, Louis, CHEN, 
Chien-Wen, CORSELLI, Mirko, PARK, Tea Soon, ANDRIOLO, 
Gabriella, SUN, Bin, ZHENG, Bo, ZHANG, Li, NOROTTE, 
Cyrille, TENG, Pang-Ning, TRAAS, Jeremy, SCHUGAR, Rebecca, 
DEASY, Bridget M., BADYLAK, Stephen, BŰHRING, Hans-Jörg, 
GIACOBINO, Jean-Paul, LAZZARI, Lorenza, HUARD, Johnny 
and PÉAULT, Bruno, 2008, A Perivascular Origin for 
Mesenchymal Stem Cells in Multiple Human Organs. Cell Stem 
Cell. September 2008. Vol. 3, no. 3, p. 301–313. 
DOI 10.1016/j.stem.2008.07.003. 
  
 
CSELENYÁK, Attila, PANKOTAI, Eszter, HORVÁTH, Eszter M., 
KISS, Levente and LACZA, Zsombor, 2010, Mesenchymal stem 
cells rescue cardiomyoblasts from cell death in an in vitro ischemia 
model via direct cell-to-cell connections. BMC Cell Biology. 2010. 
Vol. 11, no. 1, p. 29. 
  
DJOUAD F, BONY C, APPARAILLY F, LOUIS-PLENCE P, 
JORGENSEN C, NOËL D, 2006, Earlier onset of syngeneic tumors 
in the presence of mesenchymal stem cells. Transplantation. 2006 
Oct 27;82(8):1060-6. 
 
DOMINICI, M., LE BLANC, K., MUELLER, I., SLAPER-
CORTENBACH, I., MARINI, F.C, KRAUSE, D.S., DEANS, R.J., 
KEATING, A., PROCKOP, D.J. and HORWITZ, E.M., 2006, 
Minimal criteria for defining multipotent mesenchymal stromal 
cells. The International Society for Cellular Therapy position 
statement. Cytotherapy. 2006. Vol. 8, no. 4, p. 315–317. 
DOI 10.1080/14653240600855905. 
  
 
DOORN J1, VAN DE PEPPEL J, VAN LEEUWEN JP, GROEN N, 
VAN BLITTERSWIJK CA, DE BOER J, 2011, Pro-osteogenic 
trophic effects by PKA activation in human mesenchymal stromal 
cells. Biomaterials. 2011 Sep;32(26):6089-98. 
 
EBELT, Henning, JUNGBLUT, Mirco, ZHANG, Ying, KUBIN, 
Thomas, KOSTIN, Sawa, TECHNAU, Antje, OUSTANINA, 
Svetlana, NIEBRÜGGE, Sylvia, LEHMANN, Jürgen, WERDAN, 
Karl and BRAUN, Thomas, 2007, Cellular Cardiomyoplasty: 
Improvement of Left Ventricular Function Correlates with the 
Release of Cardioactive Cytokines. STEM CELLS. January 2007. 
Vol. 25, no. 1, p. 236–244. DOI 10.1634/stemcells.2006-0374. 
  
 
ELMORE, Susan, 2007, Apoptosis: a review of programmed cell 
death. Toxicologic pathology. 2007. Vol. 35, no. 4, p. 495–516. 
 
 ELZAOUK L, MOELLING K, PAVLOVIC J, 2006, Anti-tumor 
activity of mesenchymal stem cells producing IL-12 in a mouse 
melanoma model. Exp Dermatol. 2006 Nov;15(11):865-74.. 
 
ENGELS, Eric A., PFEIFFER, Ruth M., FRAUMENI, Joseph F., 
KASISKE, Bertram L., ISRANI, Ajay K., SNYDER, Jon J., 
WOLFE, Robert A., GOODRICH, Nathan P., BAYAKLY, A. 
Rana, CLARKE, Christina A. and OTHERS, 2011, Spectrum of 
cancer risk among US solid organ transplant recipients. Jama. 2011. 
Vol. 306, no. 17, p. 1891–1901. 
  
ERICKSON GR, GIMBLE JM, FRANKLIN DM, RICE HE, 
AWAD H, GUILAK F, 2002,  Chondrogenic potential of adipose 
tissue-derived stromal cells in vitro and in vivo. Biochem Biophys 
Res Commun. 2002 Jan 18;290(2):763-9 
EUROPEAN MEDICINES AGENCY. Legal framework [en ligne]. 
Disponible sur: 
http://www.ema.europa.eu/ema/index.jsp?curl=pages/regulation/gen
eral/general_content_000295.jsp 
FIERRO FA, SIERRALTA WD, EPUÑAN MJ, MINGUELL JJ, 
2004, Marrow-derived mesenchymal stem cells: role in epithelial 
tumor cell determination. Clin Exp Metastasis. 2004;21(4):313-9. 
  
  
 
109 
 
 
FREYMAN, T., 2005, A quantitative, randomized study evaluating 
three methods of mesenchymal stem cell delivery following 
myocardial infarction. European Heart Journal. 17 October 2005. 
Vol. 27, no. 9, p. 1114–1122. DOI 10.1093/eurheartj/ehi818. 
  
 
FUKUDA, K., 2006, Stem Cells as a Source of Regenerative 
Cardiomyocytes. Circulation Research. 28 April 2006. Vol. 98, 
no. 8, p. 1002–1013. DOI 10.1161/01.RES.0000218272.18669.6e. 
  
GAO J1, DENNIS JE, MUZIC RF, LUNDBERG M, CAPLAN AI, 
2001, The dynamic in vivo distribution of bone marrow-derived 
mesenchymal stem cells after infusion. Cells Tissues Organs. 
2001;169(1):12-20 
GARCIA S, BERNAD A, MARTÍN MC, CIGUDOSA JC, 
GARCIA-CASTRO J, DE LA FUENTE R, 2010, Pitfalls in 
spontaneous in vitro transformation of human mesenchymal stem 
cells. Exp Cell Res. 2010 May 15;316(9):1648-50. 
GAUSTAD KG1, BOQUEST AC, ANDERSON BE, GERDES 
AM, COLLAS P, 2004, Differentiation of human adipose tissue 
stem cells using extracts of rat cardiomyocytes.  Biochem Biophys 
Res Commun. 2004 Feb 6;314(2):420-7 
 
 
GIMBLE, J. M., KATZ, A. J. and BUNNELL, B. A., 2007, 
Adipose-Derived Stem Cells for Regenerative Medicine. 
Circulation Research. 5 April 2007. Vol. 100, no. 9, p. 1249–1260. 
DOI 10.1161/01.RES.0000265074.83288.09. 
  
 
GLOVER, Joel C., BOULLAND, Jean-Luc, HALASI, Gabor and 
KASUMACIC, Nedim, 2010, Chimeric animal models in human 
stem cell biology. ILAR journal. 2010. Vol. 51, no. 1, p. 62–73. 
  
 
GRULICH, Andrew E., VAN LEEUWEN, Marina T., FALSTER, 
Michael O. and VAJDIC, Claire M., 2007, Incidence of cancers in 
people with HIV/AIDS compared with immunosuppressed 
transplant recipients: a meta-analysis. The Lancet. 2007. Vol. 370, 
no. 9581, p. 59–67. 
  
GUNN WG, CONLEY A, DEININGER L, OLSON SD, 
PROCKOP DJ, GREGORY CA, 2006, A crosstalk between 
myeloma cells and marrow stromal cells stimulates production of 
DKK1 and interleukin-6: a potential role in the development of lytic 
bone disease and tumor progression in multiple myeloma. Stem 
Cells. 2006 Apr;24(4):986-91. 
HALL B, J DEMBINSKI, A. KATE SASSER, M STUDENY, M 
ANDREEFF, F MARINI, 2007,  Mesenchymal Stem Cells in 
Cancer: Tumor-Associated Fibroblasts and Cell-Based Delivery 
Vehicle. International Journal of Hematology July 2007, Volume 
86, Issue 1, pp 8-16 
 
HALVORSEN, Y. C., WILKISON, W. O. and GIMBLE, J. M., 
2000, Adipose-derived stromal cells Ð their utility and potential in 
bone formation. International Journal of Obesity. 2000. Vol. 24, 
no. 4, p. S41–S44. 
  
HALVORSEN YD1, BOND A, SEN A, FRANKLIN DM, LEA-
CURRIE YR, SUJKOWSKI D, ELLIS PN, WILKISON WO, 
GIMBLE JM, 2001, Thiazolidinediones and glucocorticoids 
synergistically induce differentiation of human adipose tissue 
stromal cells: biochemical, cellular, and molecular analysis. 
Metabolism. 2001 Apr;50(4):407-13. 
HALVORSEN YD, FRANKLIN D, BOND AL, HITT DC, 
AUCHTER C, BOSKEY AL, PASCHALIS EP, WILKISON WO, 
GIMBLE JM, 2001b, Extracellular matrix mineralization and 
osteoblast gene expression by human adipose tissue-derived stromal 
cells. Tissue Eng. 2001b Dec;7(6):729-41. 
HAYNESWORTH SE, BABER MA, CAPLAN AI, 1996, Cytokine 
expression by human marrow-derived mesenchymal progenitor cells 
in vitro: effects of dexamethasone and IL-1 alpha.J Cell Physiol. 
1996 Mar;166(3):585-92. 
HERNIGOU P, POIGNARD A, BEAUJEAN F, ROUARD H, 
2005, Percutaneous autologous bone-marrow grafting for 
nonunions. Influence of the number and concentration of progenitor 
cells. J Bone Joint Surg Am. 2005 Jul;87(7):1430-7. 
 
HEYER, Martin and SPRANGER, Tade Matthias, 2013, The 
European Court of Justice’s Decision Regarding the Brüstle Patent 
and Its Implications for the Legality of Stem Cell Research Within 
the European Union. Stem Cells and Development. December 2013. 
Vol. 22, no. S1, p. 50–53. DOI 10.1089/scd.2013.0357. 
 
HORWITZ EM, LE BLANC K, DOMINICI M, MUELLER I, 
SLAPER-CORTENBACH I, MARINI FC, DEANS RJ, KRAUSE 
DS, KEATING A, 2005, Clarification of the nomenclature for 
MSC: The International Society for Cellular Therapy position 
statement; International Society for Cellular Therapy. 
2005;7(5):393-5. 
HUANG JI, BEANES SR, ZHU M, LORENZ HP, HEDRICK MH, 
BENHAIM P, 2002, Rat extramedullary adipose tissue as a source 
of osteochondrogenic progenitor cells. Plast Reconstr Surg. 2002 
Mar;109(3):1033-41; discussion 1042-3. 
INSERM.  Dossier d’information [en ligne]. Disponible sur : 
http://www.inserm.fr/dossiers-d-information/cellules-souches-
mesenchymateuses 
JANEWAY, MURPHY, TRAVERS, WALPORT, (2009) 
Immunobiologie, 3e edition deBoeck Supérieur. 922p. ISBN 
9782804107932 
 
JEON, E. S., MOON, H. J., LEE, M. J., SONG, H. Y., KIM, Y. M., 
BAE, Y. C., JUNG, J. S. and KIM, J. H., 2006, 
Sphingosylphosphorylcholine induces differentiation of human 
mesenchymal stem cells into smooth-muscle-like cells through a 
TGF- -dependent mechanism. Journal of Cell Science. 14 
November 2006. Vol. 119, no. 23, p. 4994–5005. 
DOI 10.1242/jcs.03281. 
  
JEON BG, KUMAR BM, KANG EJ, Ock SA, Lee SL, Kwack DO, 
Byun JH, Park BW, Rho GJ, 2011, Characterization and comparison 
of telomere length, telomerase and reverse transcriptase activity and 
  
  
 
110 
 
gene expression in human mesenchymal stem cells and cancer cells 
of various origins. Cell Tissue Res. 2011 Jul;345(1):149-61. 
 
JIN, Xinlian, YAGI, Motoki, AKIYAMA, Nagisa, HIROSAKI, 
Tomomi, HIGASHI, Shouichi, LIN, Chen-Yong, DICKSON, 
Robert B., KITAMURA, Hitoshi and MIYAZAKI, Kaoru, 2006, 
Matriptase activates stromelysin (MMP-3) and promotes tumor 
growth and angiogenesis. Cancer Science. December 2006. Vol. 97, 
no. 12, p. 1327–1334. DOI 10.1111/j.1349-7006.2006.00328.x. 
  
JORGENSEN Christian; DESCHASEAUX Frédéric; PLANAT-
BENARD Valérie; GABISON Eric, 2011, Les cellules souches 
mésenchymateuses: actualités thérapeutiques.; MS. Médecine 
sciences    ISSN  0767-0974  2011, vol. 27, no3, pp. 275-284 
 
KANG, S. K., 2004, Neurogenesis of Rhesus adipose stromal cells. 
Journal of Cell Science. 15 August 2004. Vol. 117, no. 18, p. 4289–
4299. DOI 10.1242/jcs.01264. 
  
 
KHAKOO, A. Y., PATI, S., ANDERSON, S. A., REID, W., 
ELSHAL, M. F., ROVIRA, I. I., NGUYEN, A. T., MALIDE, D., 
COMBS, C. A., HALL, G., ZHANG, J., RAFFELD, M., ROGERS, 
T. B., STETLER-STEVENSON, W., FRANK, J. A., REITZ, M. 
and FINKEL, T., 2006, Human mesenchymal stem cells exert 
potent antitumorigenic effects in a model of Kaposi’s sarcoma. 
Journal of Experimental Medicine. 15 May 2006. Vol. 203, no. 5, 
p. 1235–1247. DOI 10.1084/jem.20051921. 
  
 
KIM, S.-Y., LEE, J.-H., KIM, H. J., PARK, M. K., HUH, J. W., 
RO, J. Y., OH, Y.-M., LEE, S.-D. and LEE, Y.-S., 2012, 
Mesenchymal stem cell-conditioned media recovers lung fibroblasts 
from cigarette smoke-induced damage. AJP: Lung Cellular and 
Molecular Physiology. 1 May 2012. Vol. 302, no. 9, p. L891–L908. 
DOI 10.1152/ajplung.00288.2011. 
  
 
KIM, Yeon Jeong, KIM, Hoe Kyu, CHO, Hyun Hwa, BAE, Yong 
Chan, SUH, Kuen Tak and JUNG, Jin Sup, 2007, Direct comparison 
of human mesenchymal stem cells derived from adipose tissues and 
bone marrow in mediating neovascularization in response to 
vascular ischemia. Cellular Physiology and Biochemistry. 2007. 
Vol. 20, no. 6, p. 867–876. 
  
 
KIM, You-Sun, KIM, Ji-Young, HUH, Jin Won, LEE, Sei Won, 
CHOI, Soo Jin and OH, Yeon-Mok, 2015, The Therapeutic Effects 
of Optimal Dose of Mesenchymal Stem Cells in a Murine Model of 
an Elastase Induced-Emphysema. Tuberculosis and Respiratory 
Diseases. 2015. Vol. 78, no. 3, p. 239. 
DOI 10.4046/trd.2015.78.3.239. 
  
KIRCHER MF, GAMBHIR SS, GRIMM J, 2011, Noninvasive cell-
tracking methods. Nat Rev Clin Oncol. 2011 Sep 27;8(11):677-88. 
 
KOPEN, Gene C., PROCKOP, Darwin J. and PHINNEY, Donald 
G., 1999, Marrow stromal cells migrate throughout forebrain and 
cerebellum, and they differentiate into astrocytes after injection into 
neonatal mouse brains. Proceedings of the National Academy of 
Sciences. 1999. Vol. 96, no. 19, p. 10711–10716. 
  
 
KOURIS, Nicholas A., SCHAEFER, Jeremy A., HATTA, Masato, 
FREEMAN, Brian T., KAMP, Timothy J., KAWAOKA, Yoshihiro 
and OGLE, Brenda M., 2012, Directed Fusion of Mesenchymal 
Stem Cells with Cardiomyocytes via VSV-G Facilitates Stem Cell 
Programming. Stem Cells International. 2012. Vol. 2012, p. 1–13. 
DOI 10.1155/2012/414038. 
  
KYRIAKOU CA, YONG KL, BENJAMIN R, PIZZEY A, DOGAN 
A, SINGH N, DAVIDOFF AM, NATHWANI AC, 2006, Human 
mesenchymal stem cells (hMSCs) expressing truncated soluble 
vascular endothelial growth factor receptor (tsFlk-1) following 
lentiviral-mediated gene transfer inhibit growth of Burkitt's 
lymphoma in a murine model. J Gene Med. 2006 Mar;8(3):253-64. 
LANDEGENT, JANSEN IN DE WAL, DIRKS, R.W. VAN DER 
PLOEG M, 1987, Use of whole cosmid cloned genomic sequences 
for chromosomal localization by nonradioactive in situ 
hybridization. Hum Genet 1987, 77:366-370 
LAZENNEC, Gwendal and JORGENSEN, Christian, 2008, Concise 
Review: Adult Multipotent Stromal Cells and Cancer: Risk or 
Benefit? Stem Cells. June 2008. Vol. 26, no. 6, p. 1387–1394. 
DOI 10.1634/stemcells.2007-1006. 
  
LE BLANC K, FRASSONI F, BALL L, LOCATELLI F, 
ROELOFS H, LEWIS I, LANINO E, SUNDBERG B, 
BERNARDO ME, REMBERGER M, DINI G, EGELER RM, 
BACIGALUPO A, FIBBE W, RINGDÉN O, 2008,  Mesenchymal 
stem cells for treatment of steroid-resistant, severe, acute graft-
versus-host disease: a phase II study. Lancet. 2008 May 
10;371(9624):1579-86. 
LEE WC, RUBIN JP, MARRA KG, 2006, Regulation of alpha-
smooth muscle actin protein expression in adipose-derived stem 
cells. Cells Tissues Organs. 2006;183(2):80-6. 
LEE JH, KEMP DM, 2006b, Human adipose-derived stem cells 
display myogenic potential and perturbed function in hypoxic 
conditions. Biochem Biophys Res Commun. 2006 Mar 
17;341(3):882-8. 
LEE EY, XIA Y, KIM WS, KIM MH, KIM TH, KIM KJ, PARK 
BS, SUNG JH, 2009, Hypoxia-enhanced wound-healing function of 
adipose-derived stem cells: increase in stem cell proliferation and 
up-regulation of VEGF and bFGF. Wound Repair Regen. 2009 Jul-
Aug;17(4):540-7. 
LENTZ BR, LEE JK, 1999, Poly(ethylene glycol) (PEG)-mediated 
fusion between pure lipid bilayers: a mechanism in common with 
viral fusion and secretory vesicle release?.Mol Membr Biol. 1999 
Oct-Nov;16(4):279-96. 
 
LEOBON, B., RONCALLI, J., JOFFRE, C., MAZO, M., 
BOISSON, M., BARREAU, C., CALISE, D., ARNAUD, E., 
ANDRE, M., PUCEAT, M., PENICAUD, L., PROSPER, F., 
PLANAT-BENARD, V. and CASTEILLA, L., 2009, Adipose-
derived cardiomyogenic cells: in vitro expansion and functional 
improvement in a mouse model of myocardial infarction. 
Cardiovascular Research. 1 September 2009. Vol. 83, no. 4, 
  
  
 
111 
 
p. 757–767. DOI 10.1093/cvr/cvp167. 
  
LI X, LU Y, HUANG W, XU H, CHEN X, GENG Q, FAN H, TAN 
Y, XUE G, JIANG X, 2006, In vitro effect of adenovirus-mediated 
human Gamma Interferon gene transfer into human mesenchymal 
stem cells for chronic myelogenous leukemia. Hematol Oncol. 2006 
Sep;24(3):151-8. 
 
LI, H., FAN, X., KOVI, R. C., JO, Y., MOQUIN, B., KONZ, R., 
STOICOV, C., KURT-JONES, E., GROSSMAN, S. R., LYLE, S., 
ROGERS, A. B., MONTROSE, M. and HOUGHTON, J., 2007, 
Spontaneous Expression of Embryonic Factors and p53 Point 
Mutations in Aged Mesenchymal Stem Cells: A Model of Age-
Related Tumorigenesis In Mice. Cancer Research. 15 November 
2007. Vol. 67, no. 22, p. 10889–10898. DOI 10.1158/0008-
5472.CAN-07-2665. 
  
 
LI, Na, SAROJINI, Harshini, AN, Jin and WANG, Eugenia, 2010, 
Prosaposin in the secretome of marrow stroma-derived neural 
progenitor cells protects neural cells from apoptotic death. Journal 
of Neurochemistry. March 2010. Vol. 112, no. 6, p. 1527–1538. 
DOI 10.1111/j.1471-4159.2009.06565.x. 
  
LI L, JIANG J, 2011, Regulatory factors of mesenchymal stem cell 
migration into injured tissues and their signal transduction 
mechanisms. Front Med. 2011 Mar;5(1):33-9. 
LIECHTY KW, MACKENZIE TC, SHAABAN AF, RADU A, 
MOSELEY AM, DEANS R, MARSHAK DR, FLAKE AW, 2000, 
Human mesenchymal stem cells engraft and demonstrate site-
specific differentiation after in utero transplantation in sheep. Nat 
Med. 2000 Nov;6(11):1282-6. 
LIEHR, 2009, FISH application guide. Springer. chapitre 9, page 
98, ISBN 978-3-540-70581-9 
 
LIN, Guiting, YANG, Rong, BANIE, Lia, WANG, Guifang, NING, 
Hongxiu, LI, Long-Cheng, LUE, Tom F. and LIN, Ching-Shwun, 
2010, Effects of transplantation of adipose tissue-derived stem cells 
on prostate tumor. The Prostate. 15 March 2010. Vol. 70, no. 10, 
p. 1066–1073. DOI 10.1002/pros.21140. 
  
 
LIN, Ho-Pi, VINCENZ, Claudius, ELICEIRI, Kevin W., 
KERPPOLA, Tom K. and OGLE, Brenda M., 2010, Bimolecular 
fluorescence complementation analysis of eukaryotic fusion 
products. Biology of the Cell. September 2010. Vol. 102, no. 9, 
p. 525–537. DOI 10.1042/BC20100033. 
  
LIU HS, JAN MS, CHOU CK, CHEN PH, KE NJ, 1999, Is green 
fluorescent protein toxic to the living cells? Biochem Biophys Res 
Commun. 1999 Jul 14;260(3):712-7. 
 
LORENZINI, Antonello, JOHNSON, F. Brad, OLIVER, Anthony, 
TRESINI, Maria, SMITH, Jasmine S., HDEIB, Mona, SELL, 
Christian, CRISTOFALO, Vincent J. and STAMATO, Thomas D., 
2009, Significant correlation of species longevity with DNA double 
strand break recognition but not with telomere length. Mechanisms 
of Ageing and Development. November 2009. Vol. 130, no. 11-12, 
p. 784–792. DOI 10.1016/j.mad.2009.10.004. 
  
LU X, KANG Y, 2011, Cell fusion hypothesis of the cancer stem 
cell. Adv Exp Med Biol. 2011;714:129-40. 
LÜLLMANN-RAUCH, Histologie , De Boeck Supérieur, 
2008, 704 pages. 
MAESTRONI GJ, HERTENS E, GALLI P, 1999, Factor(s) from 
nonmacrophage bone marrow stromal cells inhibit Lewis lung 
carcinoma and B16 melanoma growth in mice. Cell Mol Life Sci. 
1999 Apr;55(4):663-7. 
MAHMOOD A, LU D, LU M, CHOPP M, 2003,  Treatment of 
traumatic brain injury in adult rats with intravenous administration 
of human bone marrow stromal cells Neurosurgery. 2003 
Sep;53(3):697-702; discussion 702-3. 
 
MATSUURA, K., 2004, Cardiomyocytes fuse with surrounding 
noncardiomyocytes and reenter the cell cycle. The Journal of Cell 
Biology. 18 October 2004. Vol. 167, no. 2, p. 351–363. 
DOI 10.1083/jcb.200312111. 
  
MAURO KRAMPERA, SILVIA MARCONIB, ANNALISA 
PASINIA, MIRCO GALIÈC, GINO RIGOTTID, FEDERICO 
MOSNAA, MARTINA TINELLIA, LAURA LOVATOB, ELENA 
ANGHILERIB, ANGELO ANDREINIA, GIOVANNI PIZZOLOA, 
ANDREA SBARBATIC, BRUNO BONETTIB, 2007, Induction of 
neural-like differentiation in human mesenchymal stem cells 
derived from bone marrow, fat, spleen and thymus. Volume 40, 
Issue 2, February 2007, Pages 382–390 
 
MAZO, Manuel, PLANAT-BÉNARD, Valérie, ABIZANDA, 
Gloria, PELACHO, Beatriz, LÉOBON, Bertrand, GAVIRA, Juan 
José, PEÑUELAS, Iván, CEMBORAIN, Arantxa, PÉNICAUD, 
Luc, LAHARRAGUE, Patrick, JOFFRE, Carine, BOISSON, Marie, 
ECAY, Margarita, COLLANTES, Maria, BARBA, Joaquin, 
CASTEILLA, Louis and PRÓSPER, Felipe, 2008, Transplantation 
of adipose derived stromal cells is associated with functional 
improvement in a rat model of chronic myocardial infarction. 
European Journal of Heart Failure. May 2008. Vol. 10, no. 5, 
p. 454–462. DOI 10.1016/j.ejheart.2008.03.017. 
  
MCINTOSH K, ZVONIC S, GARRETT S, MITCHELL JB, 
FLOYD ZE, HAMMILL L, KLOSTER A, DI HALVORSEN Y, 
TING JP, STORMS RW, GOH B, KILROY G, WU X, GIMBLE 
JM, 2006, The immunogenicity of human adipose-derived cells: 
temporal changes in vitro. Stem Cells. 2006 May;24(5):1246-53. 
 
MEHRABANI, Davood, MEHRABANI, Golshid, ZARE, Shahrokh 
and MANAFI, Ali, 2013, Adipose-derived stem cells (ADSC) and 
aesthetic surgery: a mini review. World Journal of Plastic Surgery. 
2013. Vol. 2, no. 2, p. 65. 
  
 
MÉNARD, Cédric, TARTE, Karin and OTHERS, 2011, 
Immunosuppression et cellules souches mésenchymateuses Mieux 
comprendre une propriété thérapeutique majeure. 
médecine/sciences. 2011. Vol. 27, no. 3, p. 269–74. 
  
  
  
 
112 
 
 
MIRANVILLE, A., 2004, Improvement of Postnatal 
Neovascularization by Human Adipose Tissue-Derived Stem Cells. 
Circulation. 28 June 2004. Vol. 110, no. 3, p. 349–355. 
DOI 10.1161/01.CIR.0000135466.16823.D0. 
  
MIYAHARA Y, NAGAYA N, KATAOKA M, YANAGAWA B, 
TANAKA K, HAO H, ISHINO K, ISHIDA H, SHIMIZU T, 
KANGAWA K, SANO S, OKANO T, KITAMURA S, MORI H, 
2006, Monolayered mesenchymal stem cells repair scarred 
myocardium after myocardial infarction. Nat Med. 2006 
Apr;12(4):459-65. 
MIZUNO H, ZUK PA, ZHU M, LORENZ HP, BENHAIM P, 
HEDRICK MH, 2002,  Myogenic differentiation by human 
processed lipoaspirate cells. Plast Reconstr Surg. 2002 
Jan;109(1):199-209; 
 
MOELKER, A. D., BAKS, T., VAN DEN BOS, E.J., VAN 
GEUNS, R.J., DE FEYTER, P.J., DUNCKER, D. J. and VAN DER 
GIESSEN, W.J., 2006, Reduction in infarct size, but no functional 
improvement after bone marrow cell administration in a porcine 
model of reperfused myocardial infarction. European Heart 
Journal. 7 April 2006. Vol. 27, no. 24, p. 3057–3064. 
DOI 10.1093/eurheartj/ehl401. 
  
 
MORIKAWA, S., MABUCHI, Y., KUBOTA, Y., NAGAI, Y., 
NIIBE, K., HIRATSU, E., SUZUKI, S., MIYAUCHI-HARA, C., 
NAGOSHI, N., SUNABORI, T., SHIMMURA, S., MIYAWAKI, 
A., NAKAGAWA, T., SUDA, T., OKANO, H. and MATSUZAKI, 
Y., 2009, Prospective identification, isolation, and systemic 
transplantation of multipotent mesenchymal stem cells in murine 
bone marrow. Journal of Experimental Medicine. 26 October 2009. 
Vol. 206, no. 11, p. 2483–2496. DOI 10.1084/jem.20091046. 
  
 
MURAGLIA, Anita, CANCEDDA, Ranieri and QUARTO, 
Rodolfo, 2000, Clonal mesenchymal progenitors from human bone 
marrow differentiate in vitro according to a hierarchical model. 
Journal of cell science. 2000. Vol. 113, no. 7, p. 1161–1166. 
  
 
MURPHY, Matthew B, MONCIVAIS, Kathryn and CAPLAN, 
Arnold I, 2013, Mesenchymal stem cells: environmentally 
responsive therapeutics for regenerative medicine. Experimental & 
Molecular Medicine. 15 November 2013. Vol. 45, no. 11, p. e54. 
DOI 10.1038/emm.2013.94. 
  
 
NEDERGAARD, J., BENGTSSON, T. and CANNON, B., 2007, 
Unexpected evidence for active brown adipose tissue in adult 
humans. AJP: Endocrinology and Metabolism. 15 May 2007. 
Vol. 293, no. 2, p. E444–E452. DOI 10.1152/ajpendo.00691.2006. 
  
NILSSON SK, SIMMONS PJ, 2004, Transplantable stem cells: 
home to specific niches. Curr Opin Hematol. 2004 Mar;11(2):102-6. 
 
NOHROUDI, K., ARNHOLD, S., BERHORN, T., ADDICKS, K., 
HOEHN, M. and HIMMELREICH, U., 2010, In Vivo MRI Stem 
Cell Tracking Requires Balancing of Detection Limit and Cell 
Viability. Cell Transplantation. 1 April 2010. Vol. 19, no. 4, 
p. 431–441. DOI 10.3727/096368909X484699. 
  
 
OH, Hidemasa, BRADFUTE, Steven B., GALLARDO, Teresa D., 
NAKAMURA, Teruya, GAUSSIN, Vinciane, MISHINA, Yuji, 
POCIUS, Jennifer, MICHAEL, Lloyd H., BEHRINGER, Richard 
R., GARRY, Daniel J. and OTHERS, 2003, Cardiac progenitor cells 
from adult myocardium: homing, differentiation, and fusion after 
infarction. Proceedings of the National Academy of Sciences. 2003. 
Vol. 100, no. 21, p. 12313–12318. 
  
OHLSSON LB, VARAS L, KJELLMAN C, EDVARDSEN K, 
LINDVALL M, 2003, Mesenchymal progenitor cell-mediated 
inhibition of tumor growth in vivo and in vitro in gelatin matrix. 
Exp Mol Pathol. 2003 Dec;75(3):248-55. 
 
ORTIZ, Luis A., GAMBELLI, Frederica, MCBRIDE, Christine, 
GAUPP, Dina, BADDOO, Melody, KAMINSKI, Naftali and 
PHINNEY, Donald G., 2003, Mesenchymal stem cell engraftment 
in lung is enhanced in response to bleomycin exposure and 
ameliorates its fibrotic effects. Proceedings of the National 
Academy of Sciences. 2003. Vol. 100, no. 14, p. 8407–8411. 
 
 PASTERNAK, 1999, Genetique moléculaire humaine, une 
introduction aux mécanismes des maladies héréditaires, Paris : de 
Boek. 552p. ISNB 2744501476 
 
PARK, Anna, 2014, Distinction of white, beige and brown 
adipocytes derived from mesenchymal stem cells. World Journal of 
Stem Cells. 2014. Vol. 6, no. 1, p. 33. DOI 10.4252/wjsc.v6.i1.33. 
  
PARKER AM, KATZ AJ, 2006, Adipose-derived stem cells for the 
regeneration of damaged tissues. Expert Opin Biol Ther. 2006 
Jun;6(6):567-78. 
 
PLANAT-BENARD, V., 2004a, Spontaneous Cardiomyocyte 
Differentiation From Adipose Tissue Stroma Cells. Circulation 
Research. 6 February 2004. Vol. 94, no. 2, p. 223–229. 
DOI 10.1161/01.RES.0000109792.43271.47. 
  
 
PLANAT-BENARD, V., 2004b, Plasticity of Human Adipose 
Lineage Cells Toward Endothelial Cells: Physiological and 
Therapeutic Perspectives. Circulation. 10 February 2004. Vol. 109, 
no. 5, p. 656–663. DOI 10.1161/01.CIR.0000114522.38265.61. 
   
PRUNET-MARCASSUS B, COUSIN B, CATON D, ANDRÉ M, 
PÉNICAUD L, CASTEILLA L, 2006, From heterogeneity to 
plasticity in adipose tissues: site-specific differences. Exp Cell Res. 
2006 Apr 1;312(6):727-36. Epub 2005 Dec 28. 
PUISSANT B, BARREAU C, BOURIN P, CLAVEL C, CORRE J, 
BOUSQUET C, TAUREAU C, COUSIN B, ABBAL M, 
LAHARRAGUE P, PENICAUD L, CASTEILLA L, BLANCHER 
A, 2005, Immunomodulatory effect of human adipose tissue-derived 
adult stem cells: comparison with bone marrow mesenchymal stem 
cells. Br J Haematol. 2005 Apr;129(1):118-29. 
 
RAMASAMY, R., LAM, E. WF, SOEIRO, I., TISATO, V., 
  
  
 
113 
 
BONNET, D. and DAZZI, F., 2007, Mesenchymal stem cells inhibit 
proliferation and apoptosis of tumor cells: impact on in vivo tumor 
growth. Leukemia. 2007. Vol. 21, no. 2, p. 304–310. 
  
 
RAMOT, Y., MEIRON, M., TOREN, A., STEINER, M. and 
NYSKA, A., 2009, Safety and Biodistribution Profile of Placental-
derived Mesenchymal Stromal Cells (PLX-PAD) Following 
Intramuscular Delivery. Toxicologic Pathology. 1 August 2009. 
Vol. 37, no. 5, p. 606–616. DOI 10.1177/0192623309338383. 
  
 
REHMAN, J., 2004, Secretion of Angiogenic and Antiapoptotic 
Factors by Human Adipose Stromal Cells. Circulation. 16 March 
2004. Vol. 109, no. 10, p. 1292–1298. 
DOI 10.1161/01.CIR.0000121425.42966.F1. 
  
 
REN, Guangwen, SU, Juanjuan, ZHANG, Liying, ZHAO, Xin, 
LING, Weifang, L’HUILLIE, Andrew, ZHANG, Jimin, LU, 
Yongqing, ROBERTS, Arthur I., JI, Weizhi, ZHANG, Huatang, 
RABSON, Arnold B. and SHI, Yufang, 2009, Species Variation in 
the Mechanisms of Mesenchymal Stem Cell-Mediated 
Immunosuppression. Stem Cells. August 2009. Vol. 27, no. 8, 
p. 1954–1962. DOI 10.1002/stem.118. 
  
 
ROSE, Robert A., JIANG, Huijie, WANG, Xinghua, HELKE, 
Simone, TSOPORIS, James N., GONG, Nanling, KEATING, 
Stephanie C.J., PARKER, Thomas G., BACKX, Peter H. and 
KEATING, Armand, 2008, Bone Marrow-Derived Mesenchymal 
Stromal Cells Express Cardiac-Specific Markers, Retain the Stromal 
Phenotype, and Do Not Become Functional Cardiomyocytes In 
Vitro. Stem Cells. November 2008. Vol. 26, no. 11, p. 2884–2892. 
DOI 10.1634/stemcells.2008-0329. 
  
SAFFORD KM, HICOK KC, SAFFORD SD, HALVORSEN YD, 
WILKISON WO, GIMBLE JM, RICE HE, 2002, Neurogenic 
differentiation of murine and human adipose-derived stromal cells. 
Biochem Biophys Res Commun. 2002 Jun 7;294(2):371-9. 
SAFFORD KM, SAFFORD SD, GIMBLE JM, SHETTY AK, 
RICE HE, 2004, Characterization of neuronal/glial differentiation of 
murine adipose-derived adult stromal cells. Exp Neurol. 2004 
Jun;187(2):319-28. 
SAFFORD, KRISTINE M, RICE, HENRY E, 2005, Stem Cell 
Therapy for Neurologic Disorders: Therapeutic Potential of 
Adipose-Derived Stem Cells. Current Drug Targets, Volume 6, 
Number 1, February 2005, pp. 57-62(6) 
SASAKI M, ABE R, FUJITA Y, ANDO S, INOKUMA D, 
SHIMIZU H, 2008, Mesenchymal stem cells are recruited into 
wounded skin and contribute to wound repair by transdifferentiation 
into multiple skin cell type. J Immunol. 2008 Feb 15;180(4):2581-7. 
 
SASSER, A. K., SULLIVAN, N. J., STUDEBAKER, A. W., 
HENDEY, L. F., AXEL, A. E. and HALL, B. M., 2007, Interleukin-
6 is a potent growth factor for ER- -positive human breast cancer. 
The FASEB Journal. 1 November 2007. Vol. 21, no. 13, p. 3763–
3770. DOI 10.1096/fj.07-8832com. 
  
SCADDEN DT,2006, The stem-cell niche as an entity of action. 
Nature. 2006 Jun 29;441(7097):1075-9. 
 
SCHMIDTKE-SCHREZENMEIER, Gerlinde, URBAN, Markus, 
MUSYANOVYCH, Anna, MAILÄNDER, Volker, ROJEWSKI, 
Markus, FEKETE, Natalie, MENARD, Cedric, DEAK, Erika, 
TARTE, Karin, RASCHE, Volker, LANDFESTER, Katharina and 
SCHREZENMEIER, Hubert, 2011, Labeling of mesenchymal 
stromal cells with iron oxide–poly(l-lactide) nanoparticles for 
magnetic resonance imaging: uptake, persistence, effects on cellular 
function and magnetic resonance imaging properties. Cytotherapy. 
September 2011. Vol. 13, no. 8, p. 962–975. 
DOI 10.3109/14653249.2011.571246. 
  
 
SENSEBÉ, Luc and FLEURY-CAPPELLESSO, Sandrine, 2013, 
Biodistribution of Mesenchymal Stem/Stromal Cells in a Preclinical 
Setting. Stem Cells International. 2013. Vol. 2013, p. 1–5. 
DOI 10.1155/2013/678063. 
  
 
SERAKINCI, Nedime, GULDBERG, Per, BURNS, Jorge S, 
ABDALLAH, Basem, SCHRØDDER, Henrik, JENSEN, Thomas 
and KASSEM, Moustapha, 2004, Adult human mesenchymal stem 
cell as a target for neoplastic transformation. Oncogene. 24 June 
2004. Vol. 23, no. 29, p. 5095–5098. DOI 10.1038/sj.onc.1207651. 
  
SEO MJ, SUH SY, BAE YC, JUNG JS, 2005, Differentiation of 
human adipose stromal cells into hepatic lineage in vitro and in 
vivo. Biochem Biophys Res Commun. 2005 Mar 4;328(1):258-64. 
 
 SONG YH1, GEHMERT S, SADAT S, PINKERNELL K, BAI X, 
MATTHIAS N, ALT E, 2007,  VEGF is critical for spontaneous 
differentiation of stem cells into cardiomyocytes. Biochem Biophys 
Res Commun. 2007 Mar 23;354(4):999-1003. 
SPEES JL, OLSON SD, WHITNEY MJ, PROCKOP DJ, 2006, 
Mitochondrial transfer between cells can rescue aerobic respiration. 
Proc Natl Acad Sci U S A. 2006 Jan 31;103(5):1283-8. 
STOFF-KHALILI MA, RIVERA AA, MATHIS JM, BANERJEE 
NS, MOON AS, HESS A, ROCCONI RP, NUMNUM TM, 
EVERTS M, CHOW LT, DOUGLAS JT, SIEGAL GP, ZHU ZB, 
BENDER HG, DALL P, STOFF A, PEREBOEVA L, CURIEL DT, 
2007,  Mesenchymal stem cells as a vehicle for targeted delivery of 
CRAds to lung metastases of breast carcinoma. Breast Cancer Res 
Treat. 2007 Oct;105(2):157-67. 
 
STOLETOV, K. and KLEMKE, R., 2008, Catch of the day: 
zebrafish as a human cancer model. Oncogene. 2008. Vol. 27, 
no. 33, p. 4509–4520. 
  
 
STUDENY, Matus, MARINI, Frank C., CHAMPLIN, Richard E., 
ZOMPETTA, Claudia, FIDLER, Isaiah J. and ANDREEFF, 
Michael, 2002, Bone marrow-derived mesenchymal stem cells as 
vehicles for interferon-β delivery into tumors. Cancer research. 
2002. Vol. 62, no. 13, p. 3603–3608. 
  
  
  
 
114 
 
 
STUDENY, M., MARINI, F. C., DEMBINSKI, J. L., ZOMPETTA, 
C., CABREIRA-HANSEN, M., BEKELE, B. N., CHAMPLIN, R. 
E. and ANDREEFF, M., 2004, Mesenchymal Stem Cells: Potential 
Precursors for Tumor Stroma and Targeted-Delivery Vehicles for 
Anticancer Agents. JNCI Journal of the National Cancer Institute. 3 
November 2004. Vol. 96, no. 21, p. 1593–1603. 
DOI 10.1093/jnci/djh299. 
 
SUN B, ZHANG S, NI C, ZHANG D, LIU Y, ZHANG W, ZHAO 
X, ZHAO C, SHI M, 2005, Correlation between melanoma 
angiogenesis and the mesenchymal stem cells and endothelial 
progenitor cells derived from bone marrow. Stem Cells Dev. 2005 
Jun;14(3):292-8.  
 
TAKAHASHI, Kazutoshi and YAMANAKA, Shinya, 2006, 
Induction of Pluripotent Stem Cells from Mouse Embryonic and 
Adult Fibroblast Cultures by Defined Factors. Cell. August 2006. 
Vol. 126, no. 4, p. 663–676. DOI 10.1016/j.cell.2006.07.024. 
  
TALÉNS-VISCONTI R, BONORA A, JOVER R, MIRABET V, 
CARBONELL F, CASTELL JV, GÓMEZ-LECHÓN MJ, 2006,  
Hepatogenic differentiation of human mesenchymal stem cells from 
adipose tissue in comparison with bone marrow mesenchymal stem 
cells. World J Gastroenterol. 2006 Sep 28;12(36):5834-45. 
TALÉNS-VISCONTI R, BONORA A, JOVER R, MIRABET V, 
CARBONELL F, CASTELL JV, GÓMEZ-LECHÓN MJ, 2007, 
Human mesenchymal stem cells from adipose tissue: Differentiation 
into hepatic lineage  Toxicol In Vitro. 2007 Mar;21(2):324-9. 
TIMPER K, SEBOEK D, EBERHARDT M, LINSCHEID P, 
CHRIST-CRAIN M, KELLER U, MÜLLER B, ZULEWSKI H, 
2006,  Human adipose tissue-derived mesenchymal stem cells 
differentiate into insulin, somatostatin, and glucagon expressing 
cells. Biochem Biophys Res Commun. 2006 Mar 24;341(4):1135-
40. 
 
TING, N. S. Y., 2005, Human Ku70/80 interacts directly with hTR, 
the RNA component of human telomerase. Nucleic Acids Research. 
11 April 2005. Vol. 33, no. 7, p. 2090–2098. 
DOI 10.1093/nar/gki342. 
 
TORSVIK, A., ROSLAND, G. V., SVENDSEN, A., MOLVEN, A., 
IMMERVOLL, H., MCCORMACK, E., LONNING, P. E., 
PRIMON, M., SOBALA, E., TONN, J.-C., GOLDBRUNNER, R., 
SCHICHOR, C., MYSLIWIETZ, J., LAH, T. T., MOTALN, H., 
KNAPPSKOG, S. and BJERKVIG, R., 2010, Spontaneous 
Malignant Transformation of Human Mesenchymal Stem Cells 
Reflects Cross-Contamination: Putting the Research Field on Track 
- Letter. Cancer Research. 1 August 2010. Vol. 70, no. 15, p. 6393–
6396. DOI 10.1158/0008-5472.CAN-10-1305. 
  
 
TOUPET, Karine, MAUMUS, Marie, PEYRAFITTE, Julie-Anne, 
BOURIN, Philippe, VAN LENT, Peter L. E. M., FERREIRA, 
Rosanna, ORSETTI, Béatrice, PIROT, Nelly, CASTEILLA, Louis, 
JORGENSEN, Christian and NOËL, Danièle, 2013, Long-Term 
Detection of Human Adipose-Derived Mesenchymal Stem Cells 
After Intraarticular Injection in SCID Mice: Biodistribution and 
Long-Term Detection of Human AD-MSCs in SCID Mice. Arthritis 
& Rheumatism. July 2013. Vol. 65, no. 7, p. 1786–1794. 
DOI 10.1002/art.37960. 
  
 
TRAKTUEV, D. O., MERFELD-CLAUSS, S., LI, J., KOLONIN, 
M., ARAP, W., PASQUALINI, R., JOHNSTONE, B. H. and 
MARCH, K. L., 2008, A Population of Multipotent CD34-Positive 
Adipose Stromal Cells Share Pericyte and Mesenchymal Surface 
Markers, Reside in a Periendothelial Location, and Stabilize 
Endothelial Networks. Circulation Research. 4 January 2008. 
Vol. 102, no. 1, p. 77–85. 
DOI 10.1161/CIRCRESAHA.107.159475. 
 
VALINA, C., PINKERNELL, K., SONG, Y.-H., BAI, X., SADAT, 
S., CAMPEAU, R. J., LE JEMTEL, T. H. and ALT, E., 2007, 
Intracoronary administration of autologous adipose tissue-derived 
stem cells improves left ventricular function, perfusion, and 
remodelling after acute myocardial infarction. European Heart 
Journal. 14 October 2007. Vol. 28, no. 21, p. 2667–2677. 
DOI 10.1093/eurheartj/ehm426. 
  
VAN DEN STEEN PE, DUBOIS B, NELISSEN I, RUDD PM, 
DWEK RA, OPDENAKKER G, 2002, Biochemistry and molecular 
biology of gelatinase B or matrix metalloproteinase-9 (MMP-9).Crit 
Rev Biochem Mol Biol. 2002 Dec;37(6):375-536. 
VENTURA C, BRANZI A, 2006, Autocrine and intracrine 
signaling for cardiogenesis in embryonic stem cells: a clue for the 
development of novel differentiating agents. Handb Exp Pharmacol. 
2006;(174):123-46. 
 
VERHEIJEN, R., KUIJPERS, H. J. H., SCHLINGEMANN, R. O., 
BOEHMER, A. L. M., VAN DRIEL, R., BRAKENHOFF, G. J. and 
RAMAEKERS, F. C. S., 1989, Ki-67 detects a nuclear matrix-
associated proliferation-related antigen. J Cell Sci. 1989. Vol. 92, 
no. 123, p. 30. 
  
WALKER JA, KILROY GE, XING J, SHEWALE J, SINHA SK, 
BATZER MA, 2003, Human DNA quantitation using Alu element-
based polymerase chain reaction. Anal Biochem. 2003 Apr 
1;315(1):122-8. 
WANG Y, HUSO DL, HARRINGTON J, KELLNER J, JEONG 
DK, TURNEY J, MCNIECE IK, 2005, Outgrowth of a transformed 
cell population derived from normal human BM mesenchymal stem 
cell culture. Cytotherapy. 2005;7(6):509-19. 
 
WERNIG, Marius, ZHAO, Jian-Ping, PRUSZAK, Jan, HEDLUND, 
Eva, FU, Dongdong, SOLDNER, Frank, BROCCOLI, Vania, 
CONSTANTINE-PATON, Martha, ISACSON, Ole and 
JAENISCH, Rudolf, 2008, Neurons derived from reprogrammed 
fibroblasts functionally integrate into the fetal brain and improve 
symptoms of rats with Parkinson’s disease. Proceedings of the 
National Academy of Sciences. 2008. Vol. 105, no. 15, p. 5856–
5861. 
 
 WICKHAM MQ, ERICKSON GR, GIMBLE JM, VAIL TP, 
GUILAK F, 2003,  Multipotent stromal cells derived from the 
infrapatellar fat pad of the knee. Clin Orthop Relat Res. 2003 
Jul;(412):196-212. 
ZANGI L, MARGALIT R, REICH-ZELIGER S, BACHAR-
LUSTIG E, BEILHACK A, NEGRIN R, REISNER Y, 2009,  
  
  
 
115 
 
Direct imaging of immune rejection and memory induction by 
allogeneic mesenchymal stromal cells. Stem Cells. 2009 
Nov;27(11):2865-74. 
 
ZHANG, S., 2004, Both Cell Fusion and Transdifferentiation 
Account for the Transformation of Human Peripheral Blood CD34-
Positive Cells Into Cardiomyocytes In Vivo. Circulation. 21 
December 2004. Vol. 110, no. 25, p. 3803–3807. 
DOI 10.1161/01.CIR.0000150796.18473.8E. 
 
ZHANG, Y., DAQUINAG, A., TRAKTUEV, D. O., AMAYA-
MANZANARES, F., SIMMONS, P. J., MARCH, K. L., 
PASQUALINI, R., ARAP, W. and KOLONIN, M. G., 2009, White 
Adipose Tissue Cells Are Recruited by Experimental Tumors and 
Promote Cancer Progression in Mouse Models. Cancer Research. 
15 June 2009. Vol. 69, no. 12, p. 5259–5266. DOI 10.1158/0008-
5472.CAN-08-3444. 
  
ZHAO GS, CHANG L, MO YN, 2010, Applications of Alu family 
in forensic DNA analysis.Fa Yi Xue Za Zhi. 2010 Feb;26(1):47-50 
 
ZIMMERLIN, Ludovic, DONNENBERG, Albert D., RUBIN, J. 
Peter, BASSE, Per, LANDRENEAU, Rodney J. and 
DONNENBERG, Vera S., 2011, Regenerative Therapy and Cancer: 
In Vitro and In Vivo Studies of the Interaction Between Adipose-
Derived Stem Cells and Breast Cancer Cells from Clinical Isolates. 
Tissue Engineering Part A. January 2011. Vol. 17, no. 1-2, p. 93–
106. DOI 10.1089/ten.tea.2010.0248. 
  
ZUK PA, ZHU M, MIZUNO H, HUANG J, FUTRELL JW, KATZ 
AJ, BENHAIM P, LORENZ HP, HEDRICK MH, 2001, 
Multilineage cells from human adipose tissue: implications for cell-
based therapies. Tissue Eng. 2001 Apr;7(2):211-28. 
 
ZUK, Patricia A., ZHU, Min, ASHJIAN, Peter, DE UGARTE, 
Daniel A., HUANG, Jerry I., MIZUNO, Hiroshi, ALFONSO, Zeni 
C., FRASER, John K., BENHAIM, Prosper and HEDRICK, Marc 
H., 2002, Human adipose tissue is a source of multipotent stem 
cells. Molecular biology of the cell. 2002. Vol. 13, no. 12, p. 4279–
4295. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
  
 
116 
 
ANNEXES 
 
 
Annexe 1 Protocole d’hybridation in situ pour kit Dako et sonde Alu II probe de                  
BioGenex 
 
Annexe 2 Protocole d’hybridation in situ pour histologie et cytologie 
Protocole final avec la sonde Cot-1 DNA. Les dernières étapes du protocole 
sont celles d’une hybridation in situ pour cytologie. 
 
Annexe 3 Mise à l’épreuve de l’efficacité des sondes Alu II probe (BioGenex) ET 
Cot-1 DNA 
 
Annexe 4 Protocole de marquage immunohistochimique au Ku80 
 
Annexe 5 Protocole de marquage immunohistochimique au hMito 
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PROTOCOLE D’HYBRIDATION IN-SITU (Alu II probe de BiogeneX et Kit FISH de DAKO) Volumes Températures Temps Conservation 
JOUR 1 
1 Préparation des 
réactifs 
-Solution de prétraitement : diluer dans de l’eau distillée au 1/20e 
 
60 mL pour 6 lames : 
3mL de solution pour 
57 mL d’eau distillée 
  Entre 2 et 
8°C pendant 
un mois (si 
inutilisé) 
-Bains d’éthanol : 3 cuves, à 96%, 85% et 70 %  (table de Gay-Lussac) 
 
100 mL par bain : 
-100 mL éth 96% 
+14,73 mL eau distil  
+40,85 mL eau distil 
T° ambiante  T° ambiante 
ou réfrigéré, 
max 200 
lames 
-Wash Buffer  (WB): diluer au 1/20e dans de l’eau distillée, il y aura en tout 7 
bains à réaliser  
700 mL de solution : 
35 mL de WB 
concentré 
665 mL eau distillée  
  Entre 2 et 
8°C, pd un 
mois (si 
inutilisé) 
-Stringent Wash Buffer : diluer au 1/20e dans de l’eau distillée 200 mL de solution : 
100 mL dans chaque 
cuve (5mL de SWB et 
95 mL d’eau distillée) 
  Entre 2 et 
8°C, pd un 
mois (si 
inutilisé) 
2 Déparaffinage 
et 
réhydratation 
-Bain de xylène pendant 5 min (répéter 1 fois) 
-Eliminer le liquide restant en tapotant et placer les lames dans l’éthanol à 96% 
pendant 2 min (renouveler 1 fois) 
-Eliminer l’excès de liquide et placer les lames dans l’éthanol à 70% pendant 2 
min (renouveler 1 fois) 
-Eliminer l’excès de liquide et placer les lames dans le WB dilué pendant 2 min 
Rmq : vieillissement des échantillons à 60°C pendant 1h permet de réduire le 
bruit de fond potentiel 
 
 T° ambiante -5 min 
pour 
Xylène  
-2 min 
pour les 
autres 
 
3 Prétraitement à 
la chaleur (bain-
marie) 
-Placer la solution diluée de prétraitement dans un bain-marie et porter à 95°C 
(utiliser un thermomètre étalonné). Couvrir la cuve de solution avec un couvercle 
sans trous. 
-Immerger les coupes déparaffinées dans la solution préchauffée et laisser 
 -Entre 95 et 
99 °C au bain-
marie 
 
-10 min 
au bain-
marie 
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incuber pendant 10 min. 
-Retirer la cuve, le couvercle, laisser refroidir 15 min à T° ambiante. 
-Transférer les lames dans une cuve avec du WB dilué 3 min à T° ambiante 
(renouveler 1 fois) 
-Refroidir à T° 
amb.  
-Refroid. 
15 min 
4 PEPSINE -Tapoter la lame pour enlever l’excès de tampon WB, essuyer le pourtour avec 
du sopalin.  
-Déposer 5 à 8 gouttes de pepsine pour recouvrir l’échantillon, laisser agir 3 min 
-Tapoter, faire tremper dans du WB dilué pendant 3 min (renouveler 1 fois) 
La pepsine est prête à 
l’emploi, 7 à 8 gouttes 
(250 µL) 
T° ambiante 3 minutes 
(faire 
varier les 
temps) 
 
5 Sonde FISH -Déshydratation : - 2min alcool 70% 
                                - 2 min alcool 85% 
                                - 2 min alcool 96 % 
-Sécher à l’air libre (verticalement) 
-Appliquer la sonde directement sur la lame  
-Sceller les lames avec des lamelles en utilisant le CoverSlip 
-Programmer la dénaturation à 92 °C pendant 10 min et l’hybridation à 37°C sur 
60 min ou la nuit.  
10 à 20 µL de sonde 
par lame 
DAKO Hybridizer : 
(pour Alu II de BiogeneX) 
 
-dénaturation 
92°C pd 10 min 
-hybridation 
37°C pd 60 min ou la nuit 
Sous une 
hotte de 
labo, éviter 
une lumière 
trop vive 
JOUR 2 
6 Lavage 
Stringent 
-Préparer les deux cuves de Stringent Wash Buffer dilué, une à T° ambiante sous 
la hotte, l’autre portée à 65°C dans un bain-marie (couvrir).  
-Sortir les  lames de l’hybridizer, retirer l’étanchéisant et les lamelles dans le bain 
à T° ambiante. 
-Transférer les lames dans la cuve à 65°C, fermer le couvercle et le bain-marie 
pendant 10 min. 
-Retirer les lames et les mettre dans du WB dilué à T° ambiante pendant 3 min 
(renouveler 1 fois). 
-Déshydrater les échantillons dans l’éthanol à 70, 85 et 96 % (2 minutes à chaque 
étape).  
-Laisser sécher à l’air libre (toujours en évitant la lumière) 
Chaque cuve de SWB 
fait 100 mL pour 2 à 6 
lames.  
Une cuve à T° 
ambiante, 
l’autre à 65°C 
au bain-marie 
10 min 
dans le 
bain-
marie 
 
7 Montage -Déposer 15µL de DAPI (Fluorescence Mounting Medium) sur chaque lame et 
utiliser une lamelle de protection (bien répartir le milieu) 
-Après 15 min les lames peuvent être lues, dans les 7 jours 
15 µL de DAPI par 
échantillon 
 15 min Stocker les 
lames à l’abri 
de la lumière 
entre -18 et 
8°C 
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PROTOCOLE HYBRIDATION IN SITU POUR HISTOLOGIE 
 
PRODUITS 
Produit Composition Référence 
Wash Buffer 20x (Dako) Tampon Tris/HC, à diluer au 
1/20e dans de l’eau distillée 
Histology FISH Accessory Kit  
DAKO (REF. K5799) 
Pre-Treatment Solution 20x 
(Dako) 
Tampon MES, à diluer au 
1/20e  
Histology FISH Accessory Kit 
DAKO (REF. K5799) 
Pepsin prête à l’emploi 
(Dako) 
Solution de pepsine, pH 2,0 ; 
contient un stabilisateur et 
un agent antimicrobien 
Histology FISH Accessory Kit 
DAKO (REF. K5799) 
Solution SSC 2x  11666681001 Roche 
Solution SSC 0,4x  Idem 
Formamide  SIGMA (REF. F9037) 
« PBT » Flacon 500mL de PBS 1x 
(Gibco) 
+500 µL Tween 20 (Sigma) 
+0,75g BSA (Bovine Sérum 
Albumin) (Sigma) 
GIBCO (REF. 14190-094) 
 
SIGMA (REF. P1379) 
SIGMA (REF. A9647-50G) 
« Tween » Flacon 500 mL de PBS 1x 
+500 µL Tween 20 
GIBCO (REF. 14190-094) 
SIGMA (REF. P1379) 
 
PROTOCOLE 
-Déparaffinage : plonger les lames 5 minutes dans du Toluène et renouveler 2 fois. 
-Réhydratation : Alcool à 96% 2 fois 2 minutes, puis alcool à 70% 2 fois 2 minutes. Placer 
ensuite dans le Wash Buffer* dilué 1x pendant 2 minutes. * Tampon Tris/HC 
-Prétraitement à la chaleur : Mettre les lames dans la solution de prétraitement de Dako* 
dilué 1x à 95°C (entre 95 et 99°C) au bain-marie pendant 10 minutes. Laisser refroidir dans la 
solution à température ambiante pendant 15 minutes (retirer le couvercle), puis transférer 
dans le Wash Buffer 1x 2 fois 3 minutes. *Tampon MES (acide 2- [N 
morpholino]éthanesulphonique) 
-Pepsine : mettre les lames sur le Dako hybridizer à 37°C et déposer quelques gouttes de 
pepsine prête à l’emploi froide pendant 2 minutes. Rincer les lames dans le Wash Buffer 1x 2 
fois 3 minutes. 
-Dénaturation : -pour les lames : Déshydrater les lames dans l’alcool à 70-90-100 (2min pour 
chaque bain) à T° ambiante. Porter une solution de SSC 2x-formamyde 70% (rapport 3 pour 
1) à 72°C et y plonger les lames pendant 2 minutes. Tout de suite après déshydrater les 
  
  
 
120 
 
lames dans l’alcool congelé à 70-90-100 % pendant 2 minutes pour chaque bain. Laisser 
sécher. 
                              -pour la sonde : bain-marie porté à ébullition pendant 10 minutes, puis 
attente dans la glace pendant 3 minutes (à étaler tout de suite après). 
-Appliquer la sonde (quantité en fonction du tissu) et sceller les lamelles. 
-Hybridation : mettre à l’étude à 37°C avec un fond d’eau dans une cassette, pendant la nuit.  
-Lavage stringent : Porter une solution SSC 0,4x à 72°C au bain-marie. Retirer les lamelles et 
laisser les lames attendre dans du SSC 2x à température ambiante. Placer les lames dans la 
solution à 72°C pendant 2 minutes puis les réceptionner dans une solution de PBT. 
-Révélation : en fonction de la sonde. Si elle est couplée à la biotine, exemple de 2 
techniques 
Streptavidine-Peroxydase  Streptavidine-Alexa 594 
-traitement peroxydase endogène 5 minutes 
à température ambiante (déposer quelques 
gouttes sur la lame) 
-rincer au PBS 
-déposer 100µL par lame de Streptavidine 
couplée à la peroxydase (dilution 1 :500) 
pendant 25 minutes. 
-rincer au PBS 2 fois 5 minutes 
-DAB pendant 10 minutes 
-rincer à l’eau et contre coloration à 
l’hémalun  
 
      Mettre les lames dans du Tween et 
déposer 100 µL de marqueur* entre lame et 
lamelle, laisser 1h à température ambiante 
(noir). Rincer les lames dans une solution de 
Tween 3 fois 5 minutes. Monter les lames 
avec du DAPI. *le marqueur est dilué à 1% 
dans du PBT.  
 
 
 
           
NB : Le protocole de marquage en cytologie débute à partir de l’étape de dénaturation. 
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MISE A L’EPREUVE DE L’EFFICACITE DES SONDES Alu II PROBE (BioGenex) ET Cot-1 DNA 
 
Lames marquées  
-Cytologie murine (cellules hépatiques et spléniques) 
-Cytologie humaines (cellules souches mésenchymateuses issues de culture) 
-Mélange cytologique murin et humain 
Chaque lame est marquée une fois avec la sonde Alu II probe de BioGenex et une fois avec la 
sonde Cot-1 DNA mise au point au laboratoire. Le protocole de marquage est le protocole de 
marquage cytologique d’hybridation in situ en fluorescence. La sonde Cot-1 DNA est révélée 
avec de la straptavidine-Alexa 594. La sonde AluII probe est prête à l’emploi.  
Résultats 
 Sonde Cot-1 DNA Sonde Alu II 
Cytologie murine Tous les noyaux sont rouges 
TEMOIN+ POSITIF 
Tous les noyaux sont bleus 
TEMOIN+ NEGATIF 
Cytologie humaine Tous les noyaux sont bleus 
TEMOIN- NEGATIF 
Tous les noyaux sont bleus 
TEMOIN- NEGATIF 
Cytologie mélangée Les gros noyaux sont rouges, 
les petits noyaux sont bleus 
RESULTAT POSITIF 
Tous les noyaux sont bleus 
 
RESULTAT NEGATIF 
 
Conclusion 
La sonde Alu II probe de BioGenex ne permet pas de marquer les cellules humaines et de les 
visualiser spécifiquement. La sonde Cot-1 DNA permet d’obtenir un marquage positif des 
cellules humaines. 
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CONTRIBUTION A L’IDENTIFICATION DES CELLULES SOUCHES 
MESENCHYMATEUSES HUMAINES D’ORIGINE ADIPEUSE DANS LES TISSUS 
MURINS ; VALIDATION DE PROTOCOLES D’IMMUNOHISTOCHIMIE ET 
D’HYBRIDATION IN SITU 
 
Thèse vétérinaire, soutenue à Toulouse, le 10 décembre 2015 
 
 
RESUME : Les cellules souches mésenchymateuses d’origine adipeuse (ASC) sont au cœur de la 
recherche actuelle en médecine régénérative. Dans cette étude nous proposons une analyse des 
problématiques actuelles de la recherche autour de ces entités cellulaires, et nous proposons trois 
protocoles de marquages des ASC humaines.  A l’aide de la sonde d’hybridation in-situ Cot-1 DNA, 
et des marqueurs immunohistochimiques Ku80 et hMito, nous avons mis au point des techniques de 
tracking cellulaire spécifiques humain chez la souris. Ces méthodes s’appliquent à des coupes 
histologiques fixées au formol et incluses en paraffine, et permettent la visualisation des cellules 
souches in vivo, pour des analyses de recherche ou à visée diagnostique. 
 
 
Mots clés :  
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Immunohistochimie 
Médecine régénérative 
Modèle murin 
 
 
CONTRIBUTION TO THE IDENTIFICATION OF HUMAN ADIPOSE-DERIVED 
MESENCHYMAL STEM CELLS IN MOUSE ; VALIDATION OF IMMUNOCHEMISTRY 
AND FLUORESCENT IN SITU HYBRIDIZATION PROTOCOLS 
 
 
ABSTRACT: Adipose-derived mesenchymal stem cells (ASC) are the focus of today’s research in 
regenerative medicine. In this study we intend to analyse the current issues of research around ASCs, 
and we propose three human ASC-labelling protocols. With the help of fluorescence in situ 
hybridization probe Cot-1 DNA, and immunohistochemistry Ku80 and hMito markers, we designed 
cell-tracking technics for post mortem analysis in murine formalin fixed-paraffin embedded tissues, 
which allow in vivo stem cell visualisation for research and diagnosis purposes. 
 
 
Key Words: 
Adipose-Derived mesenchymal stem cells 
In situ hybridization 
Immunohistochemistry 
Regenerative medicine 
Mouse model 
 
 
 
